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La macro-autophagie est un processus de dégradation intracellulaire qui implique
la formation d'une vésicule à double membranes, l'autophagosome, permettant
la séquestration des molécules à dégrader. La formation de l'autophagosome dé-
bute par la nucléation de membranes isolées dans le cytosol. Elle se poursuit par
une phase de croissance de la membrane en forme de coupe. Dans l'étape ﬁnale,
l'autophagosome se referme en fusionnant par ses bords pour former la vésicule.
La morphologie de l'autophagosome évolue donc durant sa formation. Certaines
études montrent que cela est dû à l'implication de machineries protéiques. Indé-
pendamment, d'autres recherches mettent en avant les rôles joués par les propriétés
physiques de la membrane.
Dans mon travail de thèse, j'ai cherché à montrer un couplage entre l'activité d'une
protéine impliquée dans l'autophagie et les caractéristiques physiques de la mem-
brane. Cette protéine, nommée GABARAP, est considérée comme le marqueur
de l'autophagosome car elle est la seule protéine, avec ses homologues, à s'ancrer
spéciﬁquement sur sa membrane lors de sa formation. En incorporant GABARAP
dans des vésicules géantes unilamellaires micromanipulées, j'ai pu montrer une
inﬂuence de la composition et de la courbure de la membrane sur la distribution,
l'oligomérisation et la dynamique de la protéine. Ensuite, j'ai mesuré une dimi-
nution du module de courbure de la membrane lorsque la protéine y était ancrée.
Cette dernière étude m'a amenée à développer un modèle permettant de prédire la
distribution de la protéine sur une membrane possédant deux régions de courbures
diﬀérentes. Enﬁn, j'ai déterminé la nature de l'interaction en trans de GABARAP.
Abstract
Macro-autophagy is an intracellular degradation process that involves a double
membrane vesicle, the autophagosome, to engulf a cargo. Its formation starts with
the nucleation of isolated membrane in the cytosol. Then the membrane grows
as a cup-shape around the cargo to ﬁnally fuse at its edge and enclose the mo-
lecules to be degraded. Thus, the autophagosome morphology evolves during its
formation. Studies show that protein machineries support such shape changes. In-
dependently, other researches point membrane physical properties roles during its
rearrangement.
During my PhD, I investigated the coupling between the activity of one auto-
phagy protein and membranes physical characteristics. This protein, GABARAP,
is considered as the autophagosome marker, because, with its homologs, it is the
only protein to be speciﬁcally anchored to its membrane during all its formation.
The reconstitution of GABARAP in micromanipulated giant unilamellar vesicles
(GUVs) allowed me to study the interplay between membrane characteristics and
protein behaviours. In a ﬁrst part, I showed that membrane composition and cur-
vature trigger speciﬁc distribution, oligomerization and dynamic of GABARAP.
Then I measured a decrease of the membrane bending modulus when the protein
was anchored. This last result led me to propose a model that predicts proteins
distribution on membranes with two regions of diﬀerent curvatures. Finally, I de-
termined the nature of GABARAP / GABARAP trans interaction.
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La cellule est l'unité de base du vivant, elle a la capacité de s'auto entretenir
tout en interagissant avec son environnement. Sa membrane plasmique permet
de délimiter son milieu interne de son milieu externe. Le milieu intracellulaire
est composé en partie d'organelles assurant le fonctionnement de la cellule. Ces
organelles sont des structures elles-mêmes délimitées par une membrane. La cellule
tout comme les organelles qu'elle contient sont capables de réagir à des signaux
extérieurs et de s'adapter à l'environnement. Ces interactions donnent souvent lieu
à des réorganisations de leur membrane qui reposent sur un complexe réseau de
machineries protéiques et sur les propriétés mécaniques des membranes.
Lorsqu'une cellule se trouve en manque de nutriments, elle recycle une partie de
son cytosol, au travers d'un mécanisme nommé l'autophagie, aﬁn de produire sa
propre énergie. Ce processus implique la formation d'une vésicule à double mem-
brane appelée autophagosome. Ce dernier est issu de la nucléation de membranes
isolées dans le cytosol suivie d'une phase d'expansion de la membrane autour des
molécules à dégrader. A ce stade intermédiaire l'autophagosome adopte une forme
de coupe. Dans l'étape ﬁnale, l'autophagosome se ferme par fusion de ses bords
sur la molécule à dégrader. La morphologie de l'autophagosome évolue donc au
cours du processus. Des études montrent l'implication de machineries protéiques
dans la formation de l'autophagosome, toutefois la fonction exacte des protéines
sur la membrane est quasiment inconnue à ce jour.
L'autophagie nécessite l'intervention de plus de 30 protéines. Une partie d'entre
elles intervient dans la formation de l'autophagosome et se lie à sa membrane, mais
seulement une protéine est liée de façon spéciﬁque et permanente à la membrane de
l'autophagosomes. Cette protéine se nomme Atg8 chez les levures et GABARAP
ou LC3 chez les mammifères, elle se lie covalemment aux lipides composants la
membrane de l'autophagosome et y reste ancrée durant toute sa formation. Elle
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est donc considérée comme le marqueur de l'autophagosome. Nous savons par
des études antérieures que la protéine GABARAP participe à la formation de
l'organelle de l'autophagie cependant nous ne connaissons pas son rôle exact et
très peu de choses sont connues sur les interactions réciproques entre la protéine
GABARAP et la membrane de l'autophagosome.
Dans mon travail de thèse, j'ai cherché à montrer une régulation de l'activité de
la protéine par la membrane et une modiﬁcation des propriétés mécaniques de
la membrane due à l'ancrage de la protéine. Ces études m'ont conduite à utili-
ser des modèles membranaires et plus spéciﬁquement des vésicules unilamellaires
géantes (GUVs) micromanipulées. Elles me permettaient de contrôler avec préci-
sion les propriétés de la membrane, telles que sa composition, sa courbure et sa
tension, tout en étudiant le comportement de la protéine GABARAP ancrée. Le
choix d'un tel système d'étude était nécessaire, car jusqu'à aujourd'hui le principal
modèle d'étude était le petit liposome qui ne permettait pas d'étudier certaines
caractéristiques de la protéine comme sa dynamique.
Ce mémoire est divisé en sept chapitres, les deux premiers chapitres étant des cha-
pitres d'introduction et les suivants des chapitres de résultats sur les interactions
entre les membranes et les protéines GABARAP.
Le chapitre 1 sera consacré à une description générale des membranes. Dans un
premier temps, je présenterai les membranes biologiques et leurs deux princi-
paux composants : les lipides et les protéines. Puis, je décrirai les membranes
modèles, qui constituent un système simpliﬁé des membranes biologiques, idéales
pour l'étude des interactions membranes protéines. J'achèverai ce chapitre en dé-
taillant certaines propriétés physiques des membranes et spéciﬁquement dans le
cas des GUVs car souvent elles sont mesurables.
Le mécanisme de l'autophagie sera expliqué dans le chapitre 2. Les rôles de ce pro-
cessus de dégradation dans la cellule seront développés ainsi que les conséquences
d'un dysfonctionnement sur l'organisme. Nous verrons que de nombreuses maladies
neuro-dégénératives sont accompagnées d'un dysfonctionnement de l'autophagie
et que certains cancers sont génétiquement liés à un mauvais fonctionnement de
l'autophagie. Ensuite, je décrirai l'organelle de ce mécanisme, l'autophagosome,
en détaillant ce qui est connu de sa formation, de ses origines et de sa composi-
tion. Le développement de l'autophagosome nécessite l'intervention d'une famille
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de protéines nommées Atg que je présenterai. Je m'attacherai à décrire précisé-
ment la protéine GABARAP, puisqu'elle est le marqueur de l'autophagosome et
est impliquée dans sa formation.
Dans le chapitre 3, je justiﬁerai mon choix de modèle membranaire, les liposomes,
qui me permettrons d'étudier les interactions entre GABARAP et la membrane.
Puis, les deux stratégies de reconstitution de la protéine dans les membranes mo-
dèles seront présentées. Ensuite, au travers de deux courtes études sur des petits
liposomes, je montrerai l'inﬂuence de la composition de la membrane sur l'ancrage
de la protéine. Enﬁn, les deux principales fonctions de la protéine GABARAP
seront expliquées ; l'adhésion et la fusion des membranes.
Certains aspects de l'adhésion et de la fusion des membranes par les protéines
GABARAP demandent à être précisés. Cependant l'utilisation de petits liposomes
ne permet pas de répondre à ces questions restées en suspens. C'est pourquoi,j'ai
reconstitué la protéine GABARAP dans des liposomes géants ou GUVs. Pour cela
un nouveau protocole basé sur un choc osmotique a été développé. Le chapitre 4
sera donc consacré à la présentation de ce protocole en détail.
Dans le chapitre 5, j'étudierai l'inﬂuence de la composition de la membrane sur
la distribution et l'oligomérisation de la protéine ancrée. Dans un premier temps,
des GUVs avec des microdomaines seront formées dans le but de mimer les rafts
présents sur les membranes biologiques. La distribution de GABARAP sur ces
domaines lipidiques en fonction de la chaîne du lipide d'ancrage de la protéine
sera observée. Ensuite, l'oligomérisation de la protéine sur des bicouches avec et
sans domaines sera déterminée au travers de deux expériences, une expérience
de recouvrement de ﬂuorescence après photoblanchiment et une expérience de
photoblanchiment par paliers. Nous verrons que la protéine est monomérique ou
faiblement oligomérisée sur des bicouches de très faible courbure.
Le chapitre 6 sera consacré à l'étude des interactions en trans de la protéine GABA-
RAP. Cette protéine est connue pour entrainer l'adhésion des membranes, néan-
moins la nature de cette interaction est encore indéterminée. Deux scénarios sont
possibles, la protéine interagit avec une autre protéine ancrée sur la membrane ap-
posée ou bien directement avec les lipides de la bicouche. Par micromanipulation de
deux GUVS de composition contrôlée, je montrerai une interaction homotypique
de la protéine GABARAP en trans. Enﬁn je rechercherai une éventuelle fusion des
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membranes due à la protéine GABARAP, cette fonctionnalité de la protéine étant
toujours sujette à débat.
Dans le dernier chapitre, je m'intéresserai d'abord au module de courbure d'une
membrane avec et sans protéine ancrée à sa surface. Nous verrons que la protéine
GABARAP abaisse le module de courbure de la membrane, elle facilite donc sa
déformation. Ensuite, la distribution de la protéine sur une membrane possédant
plusieurs courbures sera analysée. Cette étude me permettra de proposer un mo-






A l'échelle microscopique, les membranes permettent la délimitation de toutes les
entités biologiques telles que la cellule et les organelles qu'elle contient. Chacune
de ces entités occupe une fonction spéciﬁque et est capable d'interagir avec son
environnement. Ces interactions peuvent donner lieu à des réorganisations internes
comme des réarrangements de la structure de leur membrane. Nous savons aujour-
d'hui que la plupart des réorganisations de la membrane nécessitent l'intervention
de machineries protéiques qui peuvent agir de diﬀérentes façons ; par l'application
de forces de l'ordre du pico newton par exemple ou bien par modiﬁcation des
propriétés physiques de la membrane.
Dans ce chapitre, nous aborderons le rôle des membranes biologiques et nous déﬁ-
nirons ses deux principaux composants : les lipides et les protéines. Ensuite nous
présenterons certains modèles membranaires puis nous discuterons de leurs inté-
rêts dans l'étude des interactions membranes-protéines. Enﬁn, nous décrirons les
propriétés physiques des membranes.
1.1 Les membranes biologiques
La cellule constitue l'unité élémentaire du vivant. Elle est délimitée par sa mem-
brane plasmique (Fig. 1.1) qui constitue une barrière avec le milieu extérieur. Ses
fonctions sont assurées par des organelles présentes dans son cytosol telles que les
mitochondries, le golgi, le réticulum endoplasmique (ER) (Fig. 1.1). . . Ces orga-
nelles sont elles-mêmes délimitées par une membrane dont l'aspect peut être très
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variable de l'une à l'autre. Prenons pour exemple les mitochondries ou le réticulum
endoplasmique ; les mitochondries ont une forme de haricot à double membrane
dont la paroi intérieure est parcourue de repliements alors que le réticulum en-
doplasmique forme des replis et des ramiﬁcations. La structure de la membrane
d'une organelle peut aussi évoluer en raison de son activité ou en réaction à son
environnement. La membrane a donc un rôle actif dans la vie cellulaire.
Figure 1.1: Schéma d'une cellule montrant les principales organelles
contenues dans son cytoplasme. L'image est extraite du site http ://cel-
lule.ccdmd.qc.ca/.
Les réarrangements membranaires s'illustrent au travers de mécanismes d'inter-
nalisation comme l'endocytose ou d'externalisation comme l'exocytose (Fig. 1.2).
Lors de l'endocytose, la membrane d'une organelle ou de la cellule s'invagine pour
capturer des molécules présentes dans son milieu extérieur. La membrane invagi-
née autour des molécules se scinde de la membrane mère à un moment donné pour
former une vésicule interne. L'exocytose est le mécanisme inverse : une vésicule
à l'intérieur d'une cellule ou d'une organelle fusionne avec sa membrane aﬁn de
libérer son contenu vers l'extérieur. Ces mêmes mécanismes ont lieu dans diﬀé-
rents processus biologiques. Ils se diﬀérencient par les membranes mises en jeux,
les molécules capturées ou relâchées et les protéines impliquées.
A travers deux processus biologiques diﬀérents, nous allons illustrer l'endocytose et
l'exocytose. Lors du passage du signal nerveux, des neurotransmetteurs sont libérés
par exocytose du neurone pré-synaptique. Les neurotransmetteurs ciblent ensuite
des récepteurs présents sur la membrane externe du neurone post-synaptique. La
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Figure 1.2: Schéma des mécanismes d'endocytose et d'exocytose.
fusion des vésicules contenant les neurotransmetteurs avec la membrane du neu-
rone prés-synaptique se fait grâce à un complexe formé par plusieurs protéines
SNAREs. Elles forment un trimère ancré dans les membranes qui permet leur mise
en apposition et conduit à leur fusion. Ce mécanisme d'exocytose est donc spéci-
ﬁque à la transmission du signal nerveux. A présent, décrivons un autre processus
biologique qui implique une endocytose. La micro-autophagie est un mécanisme
de dégradation qui consiste en la séquestration directe de molécules contenues
dans le cytosol par une organelle, le lysosome, qui détruit les molécules ingérées.
La sélection des molécules à dégrader se fait grâce aux protéines solubles hsc70
qui ciblent les molécules défectueuses dans le cytosol [1]. En l'absence de cette
protéine, l'activité protéolytique du lysosome diminue.
La plupart des réarrangements membranaires qui ont lieu au cours d'un processus
sont associés à des machineries protéiques spéciﬁques. Ces protéines font partie
intégrante de la membrane du vivant, par conséquent elles sont un élément clef
dans l'étude des membranes biologiques.
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1.2 Les lipides dans la membrane
1.2.1 Phospholipides et stérols
La structure des membranes est due aux molécules amphiphiles qu'elle contient :
les lipides. Ces derniers ont une tête hydrophile (qui aime l'eau) et une queue
hydrophobe (qui n'aime pas l'eau) (Fig. 1.3). En solution aqueuse, les lipides se
réarrangent spontanément aﬁn que leurs chaînes hydrophobes ne soient plus en
contact avec l'eau ; soit en monocouches soit en bicouches (Fig. 1.3). Les lipides
se structurent en monocouches comme les micelles, s'ils ont une forme conique
inversée, ce qui est le cas des détergents. Les queues hydrophobes sont pointées
vers l'intérieur de la micelle et les têtes hydrophiles vers l'extérieur en contact avec
l'eau. Cependant, la plupart des lipides ont une forme cylindrique et se structurent
le plus souvent en bicouche en milieu aqueux. Une bicouche est composée de deux
feuillets, les têtes des lipides pointant vers l'extérieur et les queues vers l'intérieur.
En général, en solution, les lipides forment des vésicules mais ils peuvent aussi
se structurer en lamelles ou en phase éponge par exemple. Les lipides peuvent se
décomposer en plusieurs sous familles dont trois sont représentatives des lipides
présents dans les membranes biologiques [2] : les phospholipides, les stérols et les
sphingolipides. La proportion de ces lipides dans les membranes peut être variable
d'une cellule à l'autre et entre les organelles d'une même cellule.
Figure 1.3: Représentation schématique de la réorganisation des li-
pides. A gauche, schéma d'un lipide dont la tête est hydrophile (bleu) et la
queue hydrophobe (rouge). Au milieu et à droite, représentation schématique de
la réorganisation des lipides en bicouche (vésicule) et en monocouche (micelle).
Les phospholipides sont caractérisés au niveau de leur tête hydrophile par un
groupement phosphate, un glycérol et un groupement de nature variable tel que
Chapitre 1. Les membranes 11
la choline (Fig. 1.4). Le glycérol est estériﬁé par deux acides gras qui constituent
la queue hydrophobe du lipide, chacun étant une chaîne de carbones de 14 à
24 atomes (Fig. 1.4). Des doubles liaisons, nommées insaturations peuvent être
présentes au niveau de la chaîne de carbone, leur nombre ne peut dépasser 6 par
chaîne. S'il n'y a aucune insaturation les lipides sont dits saturés et, dans le cas
contraire, ils sont appelés insaturés. Lorsque le nombre d'insaturation est grand, le
terme "polyinsaturé" est employé. La nomenclature utilisée pour déﬁnir la partie
hydrophobe des lipides indique le nombre de carbone pour chaque chaîne, R1 et
R2, suivi du nombre d'insaturations. Prenons comme exemple la POPC dont les
chaînes carbonées se notent 16 : 0 et 18 : 1.
Figure 1.4: Structure chimique du phospholipide POPC. La queue
hydrophobe (rouge) est composée de deux chaînes carbonées, l'une de 16
atomes de carbone (palmitoyl), l'autre de 18 avec une insaturation (oleoyl).
La tête hydrophile (bleu) est constituée d'un groupe glycérol, d'un groupe phos-
phate et d'un groupement variable ici la choline. L'image est extraite du site
www.avantilipids.com.
La forme d'un phospholipide dans l'espace est en général assimilée à un cylindre
(Fig. 1.5.A). Néanmoins, pour certains phospholipides possédant une petite tête
hydrophile comme la phosphatidylethanolamine (PE), la forme du lipide s'assi-
mile plus à un cône (Fig. 1.5.A). Ces diﬀérences de forme peuvent jouer sur la
courbure de la membrane. C'est le cas notamment si la composition lipidique n'est
pas identique sur les deux feuillets de la bicouche (bicouche asymétrique). Alors le
feuillet ayant une concentration plus élevée en lipides PE tend à adopter une cour-
bure négative (Fig. 1.5.B). Cette asymétrie en composition engendre une courbure
spontanée de la membrane.
Les sphingolipides se diﬀérencient des phospholipides par la présence d'un groupe-
ment céramide à la place du groupement glycérol (Fig. 1.6). De plus, leurs chaînes
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Figure 1.5: Espace occupé par un lipide.(A) Représentation schématique
de l'espace occupé par un lipide. (B) Schéma d'une membrane dont la compo-
sition des feuillets est asymétrique. Le feuillet riche en lipide à forme conique
engendre une courbure spontanée de la membrane.
carbonées sont en général plus longues et plus saturées. La sphingomyéline fait par-
tie de cette famille et est très présente au niveau des gaines de myéline entourant
les ﬁbres nerveuses.
Figure 1.6: Structure chimique de la sphyngomyéline. La queue hydro-
phobe apparaît en rouge et la tête hydrophile en bleue. L'image est extraite du
site www.avantilipids.com.
Les lipides faisant partie de la famille des stérols ont une structure très diﬀé-
rente des précédentes. Un des membres de cette famille, le plus répandu dans les
membranes biologique, est le cholestérol. Il est constitué d'une très petite tête hy-
drophile et d'une queue hydrophobe unique très rigide (Fig. 1.7.A). Le cholestérol
est plus petit que les phospholipides et plus hydrophobe à cause de la faible taille
de la tête. Dans les bicouches, il s'intercale entre les phospholipides (Fig. 1.7.B).
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Figure 1.7: Le cholestérol. (A) Structure du cholestérol. La tête hydrophile
ﬁgure en bleu et la queue hydrophobe en rouge. L'image est extraite du site
www.avantilipids.com. (B) Représentation schématique d'une bicouche conte-
nant du cholestérol.
1.2.2 La membrane : un ﬂuide à deux dimensions
Dans les membranes biologiques les lipides diﬀusent. L'étude de ces derniers s'as-
simile donc à celle d'un ﬂuide à deux dimensions. La mobilité des lipides dans la
bicouche est en partie due à la faible interaction entre les lipides et à la variabilité
de conformation que peut occuper un phospholipide. En eﬀet, au niveau de leurs
chaînes carbonées, les liaisons carbone-carbone peuvent pivoter autour de leur
axe, la partie hydrophobe des lipides est donc ﬂexible. L'énergie nécessaire pour le
passage entre ces diﬀérentes conformations est de l'ordre du kBT qui correspond
à l'énergie thermique. Ils peuvent donc avoir lieu spontanément à température
ambiante.
La ﬂuidité de la membrane dépend de la longueur et du nombre d'insaturations
des chaînes des lipides. Au niveau d'une insaturation la chaîne de carbones forme
un coude (Fig. 1.8) ce qui favorise un plus grand désordre dans la bicouche et donc
augmente sa ﬂuidité. Inversement des chaînes longues et saturées favorisent une
plus grande compaction de la membrane et la rende plus visqueuse. Le cholestérol
joue le même rôle en s'intercalant entre les lipides, il favorise la compaction de la
membrane.
La bicouche se comporte le plus souvent comme une phase ﬂuide aussi appelée
phase liquide désordonnée (ld) pour des températures physiologiques. Cependant si
la température est abaissée en dessous de la température de fusion des lipides (TM
ou bien " melting temperature "), les lipides deviennent rigides et se structurent en
phase gel ou solide-ordonnée. Leur diﬀusion dans la bicouche est alors quasiment
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Figure 1.8: Lipide insaturé. Représentation schématique d'un lipide avec une
insaturation (double liaison) formant un coude dans la chaîne carbonée.
nulle (Fig. 1.9). Les TM sont propres à chaque lipide, elles varient avec la longueur
de la chaîne carbonée et le nombre d'insaturations. Plus la chaîne carbonée est
longue plus la TM du lipide augmente [3] et plus le nombre d'insaturation est
élevé plus la TM diminue [4]. La majorité des lipides présents dans les membranes
biologiques sont toujours en phase liquide car leur TM est largement inférieure aux
températures physiologiques.
Figure 1.9: Température de transition des lipides. Représentation sché-
matique de lipides à une température supérieure et inférieure à leur TM. Lorsque
T > TM, les liaisons carbone-carbone pivotent autour de leur axe, les chaînes
lipidiques peuvent donc occuper diﬀérentes conformations et sont très ﬂexibles.
Lorsque T < TM, les chaînes de carbones se rigidiﬁent et leur élongation est
maximale, les lipides forment alors une structure compacte.
Les TM des lipides utilisés dans ce projet sont données dans le tableau en ﬁgure
1.10.
1.2.3 Les domaines lipidiques dans les membranes
A présent, imaginons une bicouche formée d'un mélange de lipides saturés, de
lipides insaturés et de cholestérol. En dessous d'une température de transition
comprise entre les TM des lipides saturés et insaturés, deux phases se forment
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Figure 1.10: Lipides utilisés dans le projet. La longueur et le nombre
d'insaturations de chaque chaîne ainsi que les TM sont précisés.
sur la bicouche, l'une riche en lipides insaturés assimilable à une phase liquide
désordonnée (ld) et l'autre riche en lipides saturés et cholestérol nommée phase
liquide ordonnée (lo). Ces deux phases sont liquides, cependant la phase liquide
ordonnée est beaucoup moins ﬂuide car les chaînes des lipides saturés sont rigides
comme dans une phase gel et c'est le cholestérol qui permet à la membrane de
rester ﬂuide en empêchant une compaction maximale des lipides. Dans la partie
1.2.1, nous avons dit que le cholestérol favorisait la compaction des chaînes, ce
qui reste vrai, seulement il empêche une compaction totale. La rigidiﬁcation des
lipides saturés entraîne l'allongement maximal de leurs chaînes carbonées ce qui
conduit à un épaississement de la bicouche au niveau d'une phase liquide ordonnée
(5 nm) comparé à une phase liquide désordonnée (4 nm)(Fig. 1.11) [5]. Entre elles,
les phases sont mobiles et diﬀusent l'une dans l'autre, de plus elles sont couplées
sur les deux feuillets d'une bicouche [6].
Figure 1.11: Schéma en coupe d'une bicouche comportant deux phases
liquides. Une phase liquide désordonnée riche en lipides insaturés. Une phase
liquide ordonnée riche en lipides saturés et cholestérols.
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Les phases liquides sur une bicouche portent aussi le nom de domaines, et si leur
taille est de l'ordre du micromètre alors elles sont désignées par le terme micro-
domaines. Ce terme est couramment employé dans les études eﬀectuées sur des
vésicules géantes dont les domaines peuvent mesurer jusqu'à plusieurs dizaines
de micromètres (une description plus complète des vésicules sera donnée dans les
parties suivantes). Des diagrammes de phases ont été dressés à diﬀérentes tem-
pératures et pour des compositions lipidiques diﬀérentes en utilisant des vésicules
géantes. Nous prendrons comme exemple un mélange de lipides DOPC/DPPC/
cholestérol à température ambiante (Fig. 1.12), puisqu'il est représentatif de nos
futures conditions d'expériences [7].
Figure 1.12: Diagramme de phase pour des vésicules composées de
DOPC, DPPC et cholestérol à 20 C et les images des vésicules cor-
respondantes. Les concentrations en lipides sont indiquées sous les photos en
pourcentage molaire, DOPC/DPPC/cholestérol. Lα correspond à une phase li-
quide désordonnée, lo à une phase liquide ordonnée et So à une phase gel. La
zone centrale parcourue de ligne pointillée correspond à une zone où les phases
Lα et lo coexistent. Diagramme extrait de [7].
La présence de ces domaines sur les membranes biologiques a été démontrée [8]. Ils
sont désignés par le terme rafts cependant ils demeurent très diﬃciles à observer et
à étudier étant donnée leur petite taille de l'ordre du nanomètre. La composition
des rafts est tout aussi diﬃcile à évaluer de par les limitations techniques qui ne
permettent pas de les isoler et de les extraire des membranes biologiques. Malgré
le peu d'information dont nous disposons sur la nature des rafts, leur rôle dans
des processus biologiques a été mis en avant à plusieurs reprises, ils permettent
par exemple la concentration locale de protéines [9, 10].
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1.2.4 Défauts à la surface de la membrane découvrant la
partie hydrophobe de la bicouche
La surface d'une bicouche lipidique est formée des têtes hydrophiles des lipides et
le c÷ur de la bicouche des queues hydrophobes. Néanmoins, par endroits la partie
hydrophobe de la bicouche reste accessible, ces zones s'apparentent à des défauts
membranaires. Leur existence est due à la diﬀusion permanente des lipides et à
leur faible interaction entre eux ce qui ouvre des accès à l'intérieur de la membrane.
La présence de ces défauts à la surface d'une bicouche peut être ampliﬁée pour
certaines compositions lipidiques. Dans une bicouche plate, les lipides possédant
des insaturations ou une petite tête, comme les lipides DOPE ou DOG créent des
interstices entre les têtes lipidiques (Fig. 1.13.A). Ces résultats ont été montrés
par simulation d'une bicouche pour diﬀérentes compositions lipidiques : DMPC,
POPC, DOPC et DOPC/DOG [11]. La présence de défauts à la surface de la
bicouche augmente avec l'insaturation des chaînes carbonées et avec la présence
de lipides DOG (Fig. 1.14). Ces défauts induits par des lipides sont similaires
à ceux obtenus lorsque la membrane est courbée [11], les têtes des lipides du
feuillet courbé positivement s'écartent et donnent accès à la partie hydrophobe de
la bicouche alors que celles sur le feuillet courbé négativement se rapprochent (Fig.
1.13.B). Ces défauts à la surface des membranes jouent un rôle biologique car ils
sont nécessaires à l'ancrage de nombreuses protéines dans la membrane, ce point
sera développé dans la partie suivante.
Figure 1.13: Défauts membranaires. (A) Représentation schématique des
défauts présents dans une membrane riche en lipides à forme conique comme les
lipides PE. (B) Représentation schématique des défauts (pointés par les ﬂèches
noires) à la surface d'une membrane fortement courbée.
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Figure 1.14: Simulation de Vamparys. (A) Schéma représentant les défauts
à la surface de la membrane. (B) Les quatre images montrent des vues de la
bicouche par simulation, les têtes lipidiques sont grises et les queues des lipides
sont jaunes. Les images sur la colonne de gauche montrent une bicouche pour
deux compositions diﬀérentes DOPC+DOG et DMPC. Les images sur la colonne
de droite montrent les mêmes vues de la bicouche avec les défauts membranaires
colorés en bleu. (C) Le graphique donne les probabilités de trouver des défauts
d'une aire déﬁnie pour des bicouches de quatre compositions diﬀérentes DMPC,
POPC, DOPC et DOPC/DOG. Extrait de [11]
1.3 Les protéines
1.3.1 La structure des protéines
Une protéine est une chaîne d'acides aminés, aussi désignés par le terme de résidus.
Ils sont reliés entre eux par une liaison amide qui résulte de la condensation du
groupement carboxylique d'un résidu avec le groupement amine d'un autre. Le
résidu à l'extrémité de la chaîne ayant le groupement amine libre constitue le N-
terminal et il est considéré comme le premier résidu de la chaîne. Le résidu se
trouvant à l'autre extrémité et possédant un groupement carboxyle libre forme le
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C-terminal et il est considéré comme le dernier résidu de la chaîne d'acides aminés.
La désignation d'un résidu de la séquence d'acides aminés se fait en employant
son abréviation (Fig. 1.15) suivie de sa position. Certaines protéines, les protéases
permettent le clivage des liaisons amides entre deux résidus spéciﬁques via une
réaction d'hydrolyse.
Figure 1.15: Liste des acides aminés, de leur abréviation et de leur
polarité.
Les protéines ont une structure tridimensionnelle essentielle à leur fonction et leur
description peut se faire avec diﬀérents niveaux de précision. Le simple énoncé
de la séquence d'acides aminés constitue la structure primaire de la protéine. La
structure secondaire de la protéine détaille le repliement de la chaîne d'acides
aminés sur certains segments en indiquant notamment les hélices α et les feuillets
β. La structure tertiaire indique l'agencement des structures secondaires entre elles
et donc la structure globale tridimensionnelle de la protéine. Enﬁn, la structure
quaternaire montre les associations de plusieurs chaînes de protéines entre elles.
1.3.2 Les protéines membranaires et exemple de l'hélice am-
phiphile
Une partie des protéines synthétisées par la cellule interagit avec les membranes et
s'y incorpore, ce sont les protéines membranaires. Elles peuvent pénétrer plus ou
moins profondément dans la bicouche (protéines intrinsèques), ou bien rester à sa
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surface (protéines périphériques). La partie d'une protéine intrinsèque insérée dans
la bicouche se nomme le domaine trans-membranaire. Leur structure est optimisée
pour interagir avec le c÷ur hydrophobe de la bicouche, les résidus qui la composent
sont donc principalement hydrophobes. Nous pouvons prendre comme exemple
trois protéines que nous utiliserons par la suite, les protéines trans-membranaires
t-SNARE et TolC et la protéine périphérique GABARAP. La t-SNARE fait partie
d'un complexe protéique permettant la fusion de membranes, son domaine trans-
membranaire est une hélice α composée en majorité de résidus hydrophobes (Fig.
1.16). La protéine TolC fait partie d'un hétérodimère qui forme une pompe à eux
chez la bactérie Escherichia coli, elle est elle-même un homotrimère qui forme
un tonneau inséré dans la membrane (Fig. 1.16). La partie externe du tonneau
en contact avec l'intérieur de la membrane est composée de résidus hydrophobes
en revanche la partie interne du tonneau en contact avec le milieu aqueux est
composée de résidus hydrophiles. La protéine GABARAP est une protéine de
l'autophagie (son rôle sera développé dans le chapitre suivant), elle est accrochée
à la membrane via un lien covalent sur la tête d'un lipide (Fig. 1.16).
Figure 1.16: Représentation schématique de trois protéines membra-
naires. La protéine périphérique GABARAP, la protéine trans-membranaire
t-SNARE dont le domaine trans-membranaire est une hélice alpha et la protéine
trans-membranaire TolC dont le domaine trans-membranaire est un tonneau.
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Certains domaines trans-membranaires comme les hélices amphiphiles ont une
structure caractéristique et sont présents dans de nombreuses protéines membra-
naires [12]. Nous allons détailler la structure de l'hélice amphiphile de la protéine
Atg3, une protéine de l'autophagie, dont le rôle sera expliqué dans le chapitre sui-
vant. L'hélice amphiphile d'Atg3 se trouve entre les acides aminés 4 et 26 (Fig.
1.17.A), elle pénètre dans la membrane uniquement sur une face de son hélice
(Fig. 1.17.B). Le côté de l'hélice inséré dans la bicouche est formé de résidus hy-
drophobes (A, I, L, V) alors que le côté en contact avec l'eau est constitué de
résidus majoritairement hydrophiles (T, N, E). Le niveau d'insertion de l'hélice
est probablement délimité par les résidus hydrophiles K9 et K11. Cette hélice a
la particularité d'être sensible aux défauts présents à la surface de la membrane
(voir 1.2.4). En eﬀet, le côté de l'hélice s'insérant dans la bicouche est formé de ré-
sidus légèrement hydrophobes tels que la valine (V) et la leucine (L) (Fig. 1.17.B)
mais pas de résidus fortement hydrophobes comme la tyrosine (Y). L'hélice ne
peut donc pénétrer dans la membrane, que si celle-ci présente des défauts. Sur
des membranes in vivo, ces défauts sont en général dus à une forte courbure de
la membrane, c'est pourquoi l'hélice amphiphile d'Atg3 est considérée comme 
sensible à la courbure  [13].
1.4 Les membranes modèles
1.4.1 Intérêt des modèles membranaires
La complexité des membranes biologiques a conduit à l'élaboration de bicouches
modèles permettant de simpliﬁer les études sur les membranes et leurs interactions
avec les protéines. Ces modèles membranaires présentent des avantages majeurs,
leur composition en lipides et protéines est parfaitement contrôlée, leur préparation
est rapide et leur observation facile. Ils permettent d'isoler les éléments à étudier en
fonction de paramètres choisis. Certains champs d'étude sur les membranes ont pu
être développés grâce aux modèles membranaires comme l'analyse des propriétés
mécaniques des membranes seules et avec des protéines.
Plusieurs modèles membranaires existent, ils se diﬀérencient par l'aspect et la
structure de leur bicouche. Leur utilisation dépend de la recherche eﬀectuée. Les
principaux modèles membranaires sont les suivants : les bicouches supportées, les
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Figure 1.17: L'hélice amphiphile de la protéine Atg3. (A) Séquence des
trente premiers résidus de la protéine Atg3. En rouge sont indiqués les résidus
qui forment l'hélice amphiphile. (B) Schéma en coupe de l'hélice amphiphile au
N-terminal de la protéine Atg3 (acide aminé 4  26) insérée dans la membrane.
nanodisques et les liposomes aussi appelés vésicules (Fig. 1.18) [14]. Cette dernière
catégorie peut être subdivisée en trois sous-catégories dépendant du rayon ; small
unilamellar vesicle 20 nm-100 nm (SUV), large unilamellar vesicle 100 nm-3 µm
(LUV) et giant unilamellar vesicle 3 µm-100 µm (GUV). Le principe de base de fa-
brication des membranes modèles est le mélange de lipides en solution aqueuse où
ils se restructurent spontanément en bicouches à cause de leur nature polaire. Les
recherches menées dans ce projet seront eﬀectuées principalement sur des vésicules
unilamellaires et plus succinctement sur des bicouches supportées. Des protéines
dont les caractéristiques seront développées dans le chapitre suivant, seront recons-
tituées dans les membranes de SUVs et de LUVs, que nous nommerons par la suite
petits liposomes, et de GUVs, aﬁn d'étudier leurs interactions mutuelles. Nous dé-
signerons les petits liposomes et les GUVs portant la protéine par les termes de
petits protéo-liposomes et protéo-GUVs.
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Figure 1.18: Diﬀérentes structures de bicouches lipidiques
1.4.2 La micromanipulation de GUVs
Les GUVs présentent un avantage majeur, elles peuvent être micromanipulées et
visualisées au microscope ce qui permet de contrôler leur position et donne accès à
de nombreuses propriétés physiques de leur membrane (développées dans la partie
suivante et en annexe H). Les GUVs sont micromanipulées avec des micropipettes
en verre dont le diamètre d'ouverture est d'environ 5 µm. Les micropipettes sont
remplies d'une solution identique à celle contenue dans les GUVs et sont reliées sans
discontinuité à un réservoir d'eau. Une pression d'aspiration ou d'expiration peut
être appliquée au bout de la pipette en déplaçant le réservoir sur l'axe des z (Fig.
1.19). La pression d'aspiration se calcule en mesurant la diﬀérence de niveau ∆z,
entre le niveau de la goutte dans l'échantillon et le niveau d'eau dans le réservoir
d'eau relié à la micropipette.
Paspiration = ∆zgρeau (1.1)
La pression d'aspiration engendre une tension sur la membrane de la GUV (voir
1.5.1) qui permet de la maintenir en position statique. Dans la plupart de nos
expériences, Paspiration sera de l'ordre de 20 Pa (Fig. 1.20).
Lorsqu'une GUV est aspirée par une micropipette, une partie de la GUV est proje-
tée à l'intérieur de la micropipette et forme une langue (Fig. 1.19). La formation de
cette langue est possible si la vésicule non aspirée n'est pas tendue et que sa paroi
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Figure 1.19: Schéma du montage d'une micropipette
Figure 1.20: GUV micromanipulée. Image en contraste de phase. Barre
d'échelle : 10 µm.
présente des replis. Lors de l'aspiration la membrane est alors tendue et l'excès de
membrane se projette dans la micropipette.
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1.5 Propriétés physiques des membranes étudiées
sur des GUV
1.5.1 Tension de membrane calculée pour une GUV et ten-
sion de lyse
La membrane est caractérisée par sa tension (τ). Dans le cas de vésicules géantes,
elle peut être mesurée par micromanipulation. Le rayon de la GUV est noté RGUV,
le rayon de la langue dans la micropipette qui correspond au rayon interne de la
micropipette Rp, la longueur de la langue Ll et les pressions dans la GUV, PGUV,
dans la pipette, Pp, et dans le milieu, P (Fig. 1.21).
Figure 1.21: Schéma d'une GUV aspirée par une micropipette.
La diﬀérence de pression entre l'intérieur de la GUV et le milieu est donnée par la
loi de Laplace-Young :
PGUV − P = 2τ
RGUV
(1.2)
De la même, la diﬀérence de pression entre l'intérieur de la GUV et de la pipette
s'écrit :
PGUV − Pp = 2τ
Rp
(1.3)
Ces deux diﬀérences de pression ne sont pas accessibles expérimentalement. Ce-
pendant en soustrayant ces deux expressions, nous écrivons τ en fonction de para-
mètres mesurables ; la diﬀérence de pression P - Pp qui est la pression d'aspiration
appliquée sur la GUV (voir 1.4.2), RGUV et Rp.










La pression d'aspiration est d'environ 20 Pa (voir 1.4.2), le rayon interne de la
pipette est de l'ordre de 2 µm et le rayon de la GUV de 20 µm. La tension de
membrane est donc de l'ordre de 0,01 mN/m. Il existe une tension de membrane
limite pour laquelle la membrane s'ouvre par formation d'un pore, c'est la tension
de lyse. Dans le cas d'une bicouche, elle est de l'ordre de 1 à 5 mN/m, elle varie
avec la composition en lipides et protéines de la membrane [15].
1.5.2 Osmolarité d'une solution et perméabilité des mem-
branes
L'osmolarité d'une solution correspond à la quantité de matières par litre de so-
lution (Na+, Cl-, glucose). Elles engendrent une pression osmotique qui se calcule
avec la loi de Van't Hoﬀ :
Posm = RTOsm (1.5)
La pression osmotique se note Posm et s'exprime en Pascal (Pa), R est la constante
des gaz parfait et vaut 8,314 U.I., T est la température exprimée en Kelvin (K),
Osm est l'osmolarité de la solution exprimé en mosm/L. L'osmolarité physiologique
est comprise entre 280 et 300 mOsm. La pression osmotique correspondante à
température ambiante est donc d'environ 7.105 Pa.
Dans un volume de solution donné, l'osmolarité s'équilibre en tout point du vo-
lume. A présent imaginons que ce volume soit scindé en deux par une membrane
lipidique et qu'un des sous volumes ait une osmolarité plus élevée (Fig. 1.22). Alors
l'osmolarité s'équilibre par passage de molécules à travers la membrane, c'est l'os-
mose. Cependant, même si les bicouches lipidiques se comportent comme un ﬂuide
et sont très ﬂexibles, elles demeurent des barrières infranchissables pour la plupart
des molécules comme les ions ou les protéines. Les membranes sont perméables
seulement à quelques molécules comme l'eau ou le glycérol. L'équilibrage de l'os-
molarité se fait donc par un ﬂux d'eau à travers la membrane, les bicouches étant
très perméables à l'eau, 100 µm/s [16], le rééquilibrage est quasi instantané. En
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revanche, pour d'autres molécules comme le glycérol, les membranes sont moins
perméables, 10 µm/s [17] le ﬂux au travers de la bicouche est donc plus lent ce qui
conduit à un régime transitoire avant d'atteindre l'équilibre. Dans le cas de GUVs,
ce régime peut durer plusieurs minutes.
Figure 1.22: Phénomène d'osmose. Représentation schématique du phéno-
mène d'osmose au travers d'une membrane poreuse à l'eau mais non aux ions.
L'osmolarité des solutions à l'intérieur et à l'extérieur des GUVs doit être contrô-
lée lors des expériences de micromanipulation aﬁn d'obtenir une langue dans la
micropipette. La présence de la langue est indispensable à de nombreuses mesures
détaillées dans les parties suivantes. Ici, nous expliquerons comment l'osmolarité
de la solution permet l'obtention d'une langue. Si les osmolarités à l'intérieur et à
l'extérieur de la GUV sont diﬀérentes, des molécules d'eau traversent la membrane
aﬁn de rééquilibrer les osmolarités. Supposons à présent que l'osmolarité soit plus
élevée à l'intérieur de la GUV alors une plus grande quantité de molécules d'eau
traverse la membrane vers l'intérieur de la GUV, cependant peu de molécules d'eau
pourront rentrer car la membrane est incompressible. Alors, pour obtenir l'équi-
libre la membrane de la GUV se tend et les têtes des lipides s'écartent légèrement
(Fig. 1.23). En revanche, si l'osmolarité est plus faible à l'intérieur de la GUV, le
contraire se produit et la GUV se vide, sa membrane forme alors des replis (Fig.
1.23). C'est ce dernier cas qui nous intéresse lors des micromanipulations, car une
fois aspirée, la GUV se tend et le surplus de membrane est projeté dans la pipette
et forme une langue.
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Figure 1.23: Phénomène d'osmose au travers de la membrane d'une
GUV. Représentation schématique de l'osmose au travers de la membrane de
GUVs pour diﬀérentes conﬁgurations initiales d'osmolarité à l'intérieur et l'ex-
térieur.
1.5.3 Surface et volume constants des GUVs
Lorsque les GUVs sont tendues par aspiration avec une micropipette ou bien à
cause d'une diﬀérence d'osmolarité, la membrane subit une déformation de sa sur-
face. Les lipides s'écartent légèrement ce qui entraîne une dilatation de la mem-
brane (Fig. 1.24).
Figure 1.24: Déformation de la membrane par dilatation. La dilatation
de la membrane entraîne un écartement des têtes lipidiques.
Pour une dilatation supérieure à 3%, la membrane s'ouvre et la tension de mem-
brane correspondante est la tension de lyse (voir 1.5.1) [18]. Le changement de
surface d'une bicouche est donc faible et cela est dû au coût énergétique élevé pour
séparer les lipides. C'est pourquoi les membranes sont considérées incompressibles
et l'aire des GUVs constante.
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Le volume d'une GUV est aussi invariable car le volume de solution à l'intérieur
de la GUV est conditionné par la pression osmotique qui est largement supérieure
aux pressions d'aspiration, Posm = 7.105 Pa (voir 1.5.2) et Paspiration = 20 Pa (voir
1.4.2) [19].
1.5.4 Energie de courbure de la membrane
L'énergie de courbure d'une membrane a été déﬁnie par Helfrich qui écrivit son
hamiltonien en fonction de son module de courbure k, de son module de courbure
gaussien k*, des deux courbures principales C1 et C2 (Fig. 1.25) et de sa courbure







(C1 + C2− C0)2 + k∗C1C2]dS (1.6)
Dans le cas d'une membrane, son aire S est ﬁxe comme nous l'avons vu dans le
point précédent (voir 1.5.3).
Figure 1.25: Schéma des courbures principales C1 et C2
d'une surface en un point P. L'image est extraite du site
http ://images.math.cnrs.fr/Gaspard-Monge.html
Le module de courbure k est l'énergie pour courber la membrane, il correspond
donc à l'énergie nécessaire pour écarter les lipides du feuillet courbé positivement
et rapprocher les lipides du feuillet courbé négativement. La courbure spontanée
C0 correspond à une courbure préférentielle de la membrane, généralement due
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à une diﬀérence de composition entre les deux feuillets de la bicouche. Dans le
cas d'une bicouche formée de deux feuillets identiques, C0 est nul. Les GUVs
utilisées au cours de ce projet seront symétriques, nous pouvons donc considérer
ce paramètre comme nul dans nos études [6]. Le module de courbure gaussien lie
les deux courbures principales, la courbure gaussienne est non nulle si la courbure
d'un plan dans une direction induit une courbure dans une autre direction. Dans
le cas d'une membrane, les courbures principales sont indépendantes, l'énergie de
courbure gaussienne est donc nulle.
Calculons l'énergie de courbure d'une vésicule de rayon R. Sa courbure totale C1
+ C2 est égale à 2/R et sa surface fait 4piR2, son énergie est alors de 8pik. L'énergie
de courbure de la membrane d'une vésicule est donc indépendante de son rayon.
1.5.5 Module de courbure de la membrane calculé pour une
GUV
Le module de courbure d'une membrane (k) caractérise la facilité à déformer la
membrane. Plus le module de courbure est faible plus la membrane se déforme
facilement. Il peut être mesuré en tirant un tube de membrane de faible rayon
d'une GUV (Fig. 1.26), le détail expérimental de l'extraction du tube et la mesure
de son rayon (Rt) seront donnés dans la partie 7.2 et dans l'annexe K, ici nous
donnerons une explication théorique.
Figure 1.26: Schéma d'un tube de membrane de faible rayon extrait
d'une GUV.
La force (F) nécessaire à l'extraction du tube peut s'écrire de deux façons, l'une
en fonction du module de courbure k et de Rt :





Cette expression signiﬁe que plus le module de courbure est élevé et plus l'ex-
traction du tube nécessite une force importante. La force d'extraction est aussi
inversement proportionnelle au rayon tube, car plus le tube est petit, plus la cour-
bure à la base du tube est élevée ce qui énergétiquement est couteux et donc
nécessite un apport d'énergie lors de sa formation plus élevé.
La force (F) nécessaire à l'extraction du tube peut aussi s'écrire fonction de la
tension de membrane (τ) et du rayon du tube :
F = 4piτRt (1.8)
La force d'extraction doit donc être plus élevée si la membrane est plus tendue et
le rayon du tube élevé.
En égalisant ces deux expressions nous obtenons une expression du module de
courbure en fonction de paramètres mesurables :
k = 2R2t τ (1.9)
Le rayon du tube extrait est donc plus faible quand la membrane se déforme facile-
ment à tension égale. Avec cette méthode, le module de courbure d'une membrane
a déjà été mesuré et il est de l'ordre de 10-19 J soit environ 25 kBT [21]. Il peut
varier avec la composition de la membrane en lipides et protéines mais il reste du
même ordre de grandeur. Le module de courbure d'une bicouche est donc 10 à
100 fois supérieur à kBT ce qui explique la facilité avec laquelle les membranes se
déforment.
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L'autophagie est un processus de dégradation intracellulaire nécessaire à l'équilibre
de la cellule. Dans ce chapitre, nous développerons le rôle de l'autophagie dans la
cellule et les impacts que peuvent avoir un dysfonctionnement de ce mécanisme
au niveau de l'organisme. Ensuite, nous décrirons plus précisément l'organelle de
l'autophagie, l'autophagosome, et nous verrons que de nombreuses questions sur
sa formation restent ouvertes. Enﬁn, nous présenterons les familles de protéines
impliquées dans ce mécanisme et plus particulièrement la famille de protéines
Atg8/LC3 qui sont les seules protéines spéciﬁques à l'autophagosome connues à
ce jour.
2.1 Le rôle de l'autophagie dans la cellule
2.1.1 Principe de l'autophagie
L'autophagie est indispensable à l'homéostasie de la cellule, elle permet le recyclage
d'organelles et de protéines défectueuses ainsi que l'élimination d'agents infectieux
au travers d'un cycle de dégradation. Ce mécanisme intervient dans tous les orga-
nismes eucaryotes de la levure au mammifère [22]. Il existe diﬀérents types d'au-
tophagie, les plus importants étant la "chaperon mediated autophagy" (CMA), la
microautophagie et la macroautophagie [23, 24]. Leur principe est commun mais
leur fonctionnement diﬀérent, nous allons donc les décrire succinctement.
35
Chapitre 2. L'autophagie 36
La CMA dégrade uniquement des protéines solubles ayant perdu leur conforma-
tion tridimensionnelle, par leur translocation directe à l'intérieur du lysosome. Le
lysosome est l'organelle permettant la digestion intracellulaire, il a été découvert
par De Duve dans les années 50. Il contient des enzymes permettant l'hydrolyse
des molécules en milieu acide (pH 5) [25]. Deux protéines interviennent dans la
sélection et le transfert à travers la membrane du lysosome de la protéine à dégra-
der. La première est la protéine hsc70, soluble, qui cible les protéines défectueuses
dans le cytosol, la deuxième LAMP-2A (lysosomal-associated membrane protein)
est trans-membranaire et ouvre un passage dans la membrane du lysosome (Fig.
2.1).
La microautophagie et la macroautophagie permettent la dégradation de façon
ciblée ou non ciblée de structures plus larges. La microautophagie est la séques-
tration directe de molécules contenues dans le cytosol par le lysosome via une
endocytose, comme décrite dans la partie 1.1 (Fig. 2.1). Les mécanismes molécu-
laires sous-jacents permettant la sélection et le transport des molécules à dégrader
vers le lysosome sont encore très peu connus dans les organismes eucaryotes [1].
Lors de la macroautophagie, les molécules à dégrader sont d'abord séquestrées
dans une organelle appelée autophagosome dont la paroi est constituée d'une
double membrane. Puis l'autophagosome (sa formation sera développée dans la
partie 2.2.1) fusionne avec le lysosome par sa membrane externe pour former l'au-
tolysosome. Le contenu de l'autophagosome est alors recyclé par hydrolyse (Fig.
2.1). Les macromolécules issues de la dégradation, comme des acides aminés dans
le cas de protéines dégradées, sont relâchées dans le cytosol grâce aux protéines
perméases et peuvent être réutilisées dans d'autres processus.
Notre projet porte sur la macroautophagie, dans le but de simpliﬁer les dénomi-
nations, nous la désignerons par le terme d'autophagie.
2.1.2 Fonctions et dysfonctions de l'autophagie
L'autophagie est nécessaire à l'équilibre de la cellule et tout dysfonctionnement
peut être létal. En eﬀet, dans les organismes où l'autophagie est bloquée, la mort
cellulaire est accélérée, les raisons peuvent être multiples comme l'accumulation
de molécules défectueuses dans le cytosol [26, 27]. De même, une surexpression de
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Figure 2.1: Schéma de la chaperon mediated autophagy, de la mi-
croautophagie et de la macroautophagie. Extrait de Mizushima 2008.
l'autophagie entraîne la mort de l'organisme, probablement à cause d'une dégra-
dation massive et non spéciﬁque du matériel cellulaire [23]. Dans cette partie, nous
développerons d'abord les rôles d'une autophagie fonctionnelle dans l'organisme
puis les conséquences d'un dysfonctionnement. Il est important de noter que l'au-
tophagie intervient dans des mécanismes biologiques très diﬀérents et que ses rôles
ne sont pas toujours déﬁnis de façon exacte, ce qui peut expliquer que certaines
fonctions semblent paradoxales.
Le recyclage du matériel cellulaire permet de nettoyer la cellule mais il est aussi
impliqué dans des processus plus complexes. Lorsqu'un organisme est en manque
de nutriments et les cellules en manque d'énergie, une autophagie non ciblée et
massive recycle du matériel cellulaire aﬁn de produire de l'énergie. Par exemple,
des plantes ou des levures pour lesquelles l'autophagie a été bloquée survivent
beaucoup moins longtemps à une déplétion de nutriments que les plantes et levures
normales [22, 23, 28]. Le manque de nutriment est souvent utilisé comme facteur
déclencheur de l'autophagie lors d'études eﬀectuées sur les cellules.
L'autophagie peut être utilisée comme un système de survie mais paradoxalement,
il est avéré qu'une forme d'apoptose par l'autophagie existe. La diﬀérentiation des
mécanismes de régulation de ces deux fonctions de l'autophagie et leurs interac-
tions mutuelles restent obscures et sont toujours le sujet de recherches [23]. Il a
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été observé que des protéines entrainant l'apoptose de la cellule, comme les pro-
téines BH3, déclenchaient aussi l'autophagie [29]. Et inversement des protéines
inhibitrices de l'apoptose, comme la famille de protéines Bcl-2, inhibaient aussi
l'autophagie [3032]. La mort cellulaire par l'autophagie consiste en la destruction
ciblée des structures vitales de la cellule via des mécanismes de sélections encore
inconnus à ce jour [33].
L'autophagie joue aussi un rôle dans l'élimination d'agents infectieux tels que des
bactéries et des parasites qui parviennent à pénétrer dans le milieu intracellulaire.
La reconnaissance des pathogènes se fait via des mécanismes qui sont quasiment
inconnus aujourd'hui. Des autophagosomes, largement plus grands que ceux ob-
servés habituellement lors de l'autophagie non sélective, ont été remarqués autour
de structures pathogènes ce qui indique une capacité de l'autophagie à s'adapter à
des plus larges structures lorsque celles-ci représentent un danger pour la cellule.
Dans certaines maladies caractérisées par l'accumulation de protéines dans le cyto-
sol comme les maladies neurodégénératives (Huntington, Parkinson, Alzheimer),
l'autophagie agit en ciblant et en détruisant les agrégats protéiques [23]. Dans
certains cancers, l'autophagie a un rôle double, elle cible et détruit les organelles
endommagées, ce qui limite l'apparition des tumeurs, et réduit les instabilités du
génome. En eﬀet, une augmentation d'ADN endommagé a été observée dans les
organismes ayant subi une délétion des protéines de l'autophagie beclin 1 et Atg5,
néanmoins les mécanismes précis liant l'autophagie à la stabilité du génome sont
encore inconnus [23, 34].
Malgré le rôle bénéﬁque joué par l'autophagie face aux maladies précédemment
citées, ses actions sont en général limitées car les maladies elles-mêmes sont ac-
compagnées d'un dysfonctionnement de l'autophagie [35]. Dans les maladies de
Huntington et Parkinson, le dysfonctionnement provient d'une mauvaise séques-
tration des agrégats protéiques qui s'accumulent dans la cellule [24]. Alors que dans
la maladie d'Alzheimer, c'est la dégradation de l'autophagosome par le lysosome
qui est perturbée [24]. Dans la maladie de Crohn's qui est une maladie inﬂamma-
toire du petit intestin et qui consiste en la mauvaise dégradation de bactéries, les
patients sont plus susceptibles de présenter des mutations de trois gènes codants
pour des protéines de l'autophagie [24, 36]. Ces mutations ont pour conséquences
une mauvaise induction de l'autophagie [24].
Certains cancers, comme le cancer du sein, des ovaires ou de la prostate sont géné-
tiquement liés à un dysfonctionnement de l'autophagie. Dans 40 à 75 % des cas, le
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gène ATG, beclin 1, impliqué dans les premières étapes de la formation de l'auto-
phagosome, est délété sur un allèle ce qui entraîne une diminution de l'autophagie.
Un dernier exemple peut être donné par la bactérie Legionella qui manipule les
systèmes de transport membranaire aﬁn de créer une vacuole dans la cellule lui
permettant de se répliquer. Elle peut interférer directement avec l'autophagie en
produisant une protéine RavZ qui clive les protéines de l'autophagie Atg8 pour les
rendre inopérantes ce qui limite la formation des autophagosomes [37].
2.2 L'autophagosome
2.2.1 Formation de l'autophagosome
La découverte de l'autophagie remonte aux années 1960. Elle découle directement
de la découverte du lysosome par De Duve en 1949 dans des cellules du foie [38,
39]. Le lysosome est l'organelle permettant la digestion cellulaire comme nous
l'avons décrit précédemment. Grâce à l'invention du microscope électronique, les
lysosomes ont pu être observés dans le cytosol et dans diﬀérents types cellulaires
[40]. Au même moment d'autres vésicules étaient observées, celles-ci permettant
la séquestration d'une portion du cytosol et son transport vers le lysosome. Ces
vésicules étaient qualiﬁées de pré-lysosome. De Duve comprit qu'il s'agissait d'un
processus à part entière et le nomma autophagie, les vésicules séquestrant les
molécules à dégrader furent appelées autophagosomes. Les premières recherches
sur l'autophagie étaient réalisées au microscope électronique, elles ont notamment
permis de déterminer le cycle de formation des autophagosomes (Fig. 2.2).
Figure 2.2: Photo d'un autophagosome en formation au microscope
électronique (ﬂèche noire). Extrait de [41].
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L'autophagosome se forme dans le cytoplasme par nucléation de membranes iso-
lées dont l'origine est toujours très discutée (voir la partie suivante 2.2.2), cette
structure naissante se nomme le phagophore (PA). Le PA croit en forme de coupe
en séquestrant des molécules à dégrader présentes dans le cytosol. Puis, il se re-
ferme sur ces molécules par fusion de ses bords et forme une vésicule à double
membranes appelée autophagosome. Dans la dernière étape, la membrane externe
de l'autophagosome fusionne avec le lysosome et le contenu de l'autophagosome
est dégradé (Fig. 2.3) [42]. Le microscope électronique a permis l'observation des
autophagosomes en formation mais ne permettait pas d'étudier les mécanismes
moléculaires sous-jacents supportant la formation de l'autophagosome.
Figure 2.3: Schéma du cycle de formation de l'autophagosome
En 1992, les recherches sur l'autophagie prirent une nouvelle dimension, lors-
qu'Oshumi identiﬁa ce processus dans un modèle expérimental, la levure. Cette
découverte donna accès à l'étude des machineries moléculaires propres à l'auto-
phagie [43]. Nous détaillerons les diﬀérentes machineries protéiques participant à
la formation de l'autophagosome dans la partie 2.3.
2.2.2 Origine et composition de l'autophagosome
L'origine de la membrane du PA est très discutée, le réticulum endoplasmique (ER)
et les mitochondries sont des candidats potentiels comme donneurs de membrane.
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Dans une étude menée par Axe et al., il a été observé que les lipides PI(3)P
présents sur l'ER se relocalisent partiellement sur les autophagosomes en cas de
déplétion de nutriments (Fig. 2.4) [44]. Les lipides PI(3)P sont marqués avec la
protéine DFCP1 et les autophagosomes sont localisés grâce à la protéine LC3 qui
s'ancre sur leur membrane (la liaison de LC3 à la membrane sera détaillée dans la
partie 2.3.4). La membrane des autophagosomes peut donc partiellement trouver
son origine dans la membrane de l'ER.
Figure 2.4: Origine de la membrane de l'autophagosome dans l'ER.
Cellules HEK-293 exprimant DFCP1 et transfectées avec la protéine GFP-LC3.
Les cellules ont subi une déplétion de nutriments de 90 min entre le contrôle
(photo en haut) et les cellules aﬀamées (photos en bas). Barre d'échelle : 20 µm.
Extrait de [44].
Hailey montre que lors d'une déplétion de nutriments les lipides ﬂuorescents NBD-
PS présents sur la paroi externe des mitochondries se colocalisent avec la protéine
de l'autophagosome LC3 [45]. La membrane externe des mitochondries pourrait
donc être au moins partiellement une source pour les autophagosomes en formation
(Fig. 2.5). Les origines de la membrane de l'autophagosome semblent donc être
multiples. Toutefois, les mécanismes régulant le choix des sources des membranes
demeurent des problématiques largement ouvertes.
Une autre question porte sur la composition lipidique de l'autophagosome. Elle
n'a toujours pas été établie, puisque avec les techniques existantes il est diﬃcile
d'extraire la membrane de l'autophagosome du reste du lipidome. La connaissance
de l'origine de sa membrane pourrait renseigner sa composition cependant elle est
elle-même très discutée et semble variée, comme nous l'avons vu. Nous ne pouvons
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Figure 2.5: Origine de la membrane de l'autophagosome dans les mi-
tochondries. Cellules NRK transfectées avec la protéine mCherry-LC3 et dont
les mitochondries présentent des lipides NBD-PS. Après déplétion de nutriments
le signal ﬂuorescent du NBD s'accumule sur les autophagosomes marqués par la
protéine LC3. Barre d'échelle : 5 µm. Extrait de [45].
donc qu'émettre des hypothèses sur la composition de l'autophagosome en prenant
en compte les compositions déjà connues du lipidome et des organelles de la cellule
(Fig. 2.6) [2, 46]. Dans le cas d'études in vitro sur des protéines de l'autophagie en
interaction avec des membranes modèles, les bicouches lipidiques sont en général
composées de phospholipides insaturés (PE, PC, PS) et de cholestérol (Fig. 2.7).
2.2.3 Morphologie de l'autophagosome lors de sa formation
La forme de l'autophagosome évolue au cours de sa croissance. Au départ le PA
adopte une forme de coupe, puis en grandissant il tend à se refermer et adopte une
forme plus sphérique pour ﬁnalement se refermer et former une vésicule à double
membranes. Ces changements de morphologie de la membrane ont immédiatement
intrigué les chercheurs qui ont alors étudié les mécanismes sous-jacents permettant
de telles modiﬁcations.
Des études menées sur des cellules, dans lesquelles l'autophagie avait été induite,
ont révélé au microscope électronique et à la tomographie 3D que l'ER formait un
moule pour le PA croissant (Fig. 2.8) et agirait comme un guide ce qui permet-
trait au PA d'adopter cette forme de coupe [47]. Lorsque le PA avait achevé sa
croissance et était devenu un autophagosome alors la partie de l'ER constituant
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Figure 2.6: Composition du lipidome de S. Cerevisiae. Extrait de [2].
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Figure 2.7: Composition en phospholipides des organelles de Sac-
charomyces cerevisiae. PC, phosphatidylcholine ; PE, phosphatidylethano-
lamine ; PI, phosphatidylinositol ; PS, phosphatidylserine ; CL, cardiolipin ; PA,
phosphatidic acid ; ND, not detectable. Extrait de [46].
le moule externe n'était plus visible. Une autre observation sur ces mêmes expé-
riences supportait l'hypothèse d'une origine de la membrane de l'autophagosome
dans l'ER en montrant une connexion de la membrane moule de l'ER avec le PA
(Fig. 2.9) [48].
Figure 2.8: PA moulé dans l'ER. Photo au microscope électronique du PA
(pointé par les triangles noirs) noté ici IM pour isolated membrane et de l'ER
(ﬂèche noire) de cellules MIH 3T3. Les triangles blancs indiquent des amas de
vésicules proche du PA et la ﬂèche blanche l'autophagosome (photo en bas à
droite). Barre d'échelle : 200 nm. Extrait de [47].
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Figure 2.9: Tomographie 3D du PA croissant à l'intérieur d'un moule
formé par l'ER. Les images (A  C) montrent le PA entier et le ﬂèches noires
indiquent les grossissements qui correspondent aux images (D - G). Les images
(D - G) montrent des grossissements des connections du PA avec l'ER. Extrait
de [48].
La croissance de l'autophagosome a aussi été étudiée théoriquement à travers des
modèles qui prennent en compte les caractéristiques physiques de sa membrane.
Le modèle proposé par Knorr [49] montre qu'un disque de membrane formé d'une
double bicouche se referme pour former une vésicule à double membranes dans
certaines conditions (Fig. 2.10).
Le disque de membrane est caractérisé par son rayon rsheet, et par le rayon de
courbure de la membrane aux bords du disque rrim (Fig. 2.11). Selon la valeur du
rapport rsheet / rrim, il peut être énergétiquement accessible et plus favorable que
le disque se courbe et forme une vésicule à double membrane (voir les détails des
calculs dans [49] (Fig. 2.12).
Ce modèle montre donc que l'évolution de la morphologie de l'autophagosome
peut s'expliquer en considérant les caractéristiques physiques de la membrane.
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Figure 2.10: Schéma de la croissance d'une organelle à double mem-
brane selon le modèle proposé par Knorr. Extrait de [49].
Figure 2.11: Schéma du disque de membrane formé d'une double bi-
couche. Extrait de [49].
Toutefois, ce modèle ne semble pas complètement validé par les observations ex-
périmentales, puisque le knock out des protéines Atg8 par exemple révèle une
présence anormalement élevée d'autophagosomes ouverts dans le cytosol [50, 51].
La croissance de l'autophagosome est donc aussi liée à une machinerie protéique
qui module la forme de sa membrane.
Les observations faites en tomographie 3D des PAs au niveau de l'ER étaient
réalisées sur des cellules dont l'autophagie avait été induite par déplétion de nu-
triments [48], il s'agissait donc d'une autophagie non sélective. Des études sur
l'autophagie sélective montrent que le PA croît directement sur les molécules à
Chapitre 2. L'autophagie 47
Figure 2.12: Energie du disque membranaire selon sa courbure. (A)
Schéma en coupe du disque à double membrane. Trois segments de membrane
sont distingués ; le segment bas (ligne bleue pointillée), le segment haut (ligne
verte), et les bords très courbés (rouge). Le feuillet est représenté dans trois
conﬁgurations diﬀérentes ; plate la courbure de chaque segment est égal à 0 (M1
=M2 = 0), courbure positive du segment 2 (gauche, M2 > 0) et courbure positive
du segment 1 (droite, M1 > 0). (B) Le graphique montre l'énergie de courbure
du disque (exprimée en une énergie de courbure réduite voir [49]) en fonction de
rsheet M1 appelé courbure réduite, pour diﬀérent rapport rsheet / rrim. Lorsque
la valeur du rapport augmente, la barrière énergétique entre une conﬁguration
plate de la membrane et une conﬁguration courbée diminue. Extrait de [49].
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dégrader probablement dans le but de limiter la destruction inutile d'une partie
du cytosol. Prenons comme exemple un type d'autophagie sélective chez la levure,
le cytoplasme-to-vacuole targeting pathway (Cvt), qui cible les protéases precur-
sor aminopeptidase I (prApe1) présentes dans le cytosol pour les délivrer dans la
vacuole (équivalent du lysosome chez la levure) [52]. Les protéines Atg19 ciblent
les protéases prApe1 à dégrader et se ﬁxent sur elles, une fois liées, les protéines
Atg19 se lient aux protéines Atg8 ancrées sur des membranes isolées ce qui permet
une apposition directe des membranes sur les protéases prApe1.
Nous venons de décrire trois études distinctes qui tendent à expliquer la mor-
phologie de l'autophagosome lors de sa croissance. La première chose que nous
pouvons remarquer est que les mécanismes décrits sont diﬀérents entre une auto-
phagie sélective et non sélective. Il n'y a donc pas un seul mécanisme permettant
la formation de l'autophagosome mais plusieurs et chacun d'eux ont lieu dans des
conditions particulières, ce qui montre une capacité d'adaptation de l'autophagie
à l'environnement. Un autre point important est les machineries protéiques qui
interviennent lors de la formation de l'autophagosome. Dans le cas de l'autopha-
gie sélective, elles permettent l'apposition directe des membranes isolées sur les
molécules à dégrader. Nous savons aujourd'hui qu'il existe toute une famille de
protéines qui intervient dans la formation de l'autophagosome, nous la décrirons
dans la partie suivante 2.3. La croissance de l'autophagosome peut aussi être abor-
dée via un autre aspect qui prend en considération les propriétés physiques de la
membrane. Le modèle proposé par Knorr montre qu'un disque de membrane formé
d'une double bicouche, ayant des caractéristiques en taille et courbure spéciﬁque,
tend à se refermer en une vésicule à double membrane pour optimiser son énergie.
L'étude de la croissance de l'autophagosome doit donc prendre en compte les ma-
chineries protéiques qui agissent sur la membrane et les propriétés physiques de la
membrane.
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2.3 Les protéines impliquées dans l'autophagie
2.3.1 La famille de protéines Atg permet la formation de
l'autophagosome
Dans le processus de l'autophagie, plus de 30 protéines interviennent [53]. Elles ont
d'abord été identiﬁées chez saccharomyces cerevisiae [43] puis ont été regroupées en
une famille de protéines sous le nom d'Atg provenant d'AuTophaGy [5457]. Leurs
orthologues chez les mammifères ont quasiment tous été identiﬁés et leur fonction-
nement est similaire. Néanmoins, il existe des diﬀérences comme l'existence de plu-
sieurs homologues chez les mammifères pour une protéine chez la levure, prenons
comme exemple la protéine Atg16 chez la levure qui compte deux homologues chez
les mammifères Atg16L1 et Atg16L2 ou bien la protéine Atg8 qui a six homologues
chez les mammifères LC3 A/B/C et GABARAP/ GABARAPL1/GABARAPL2.
L'étude de l'autophagie chez les mammifères est donc bien plus complexe, c'est
pourquoi la plupart des recherches sur l'autophagie sont menées sur les levures.
Les rôles de chacune des protéines Atg dans l'autophagie commencent à être com-
pris grâce à des études in vivo et in vitro cependant dans le cas des mammifères
on comprend assez rarement la diﬀérence entre chaque homologue [58].
La formation de l'autophagosome se décompose en plusieurs étapes (1) induction
du PA, (2) nucléation du PA et (3) élongation et (4) fermeture du PA qui aboutit à
la formation de l'autophagosome (Fig. 2.13) [24]. La reconnaissance des molécules
à dégrader se fait sur les étapes (2) et (3). Il existe principalement trois groupes
de protéines intervenant lors de la formation de l'autophagosome. En premier, le
complexe Atg1/Ulk1, il est nécessaire à l'induction de l'autophagie. En second,
les protéines Atg6/Beclin1 et Atg14, elles font partie du complexe phosphatidy-
linositol 3-kinase (PI3K) et sont indispensables à la nucléation du PA. Enﬁn, les
protéines Atg8 et Atg 12 sont nécessaires à l'élongation et la fermeture de l'au-
tophagosome. Atg8 sera l'objet d'une description détaillée dans la partie suivante
2.3.2 car elle est le sujet d'étude de ce projet. A présent, à titre d'exemple nous
allons décrire brièvement le fonctionnement du complexe Atg1/Ulk1 lors de l'in-
duction de la formation du PA.
Dans une cellule ayant un apport suﬃsant en nutriment, la protéine Target of rapa-
micyn (Tor) est synthétisée. Elle agit alors en phosphorylant la protéine Atg13 qui
se dissocie du complexe protéique Atg1/Ulk1. L'activité du complexe Atg1/Ulk1
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Figure 2.13: Schéma des mécanismes moléculaires régulant la forma-
tion de l'autophagosome chez les mammifères. Extrait de [24].
se trouve atténuée ce qui limite l'induction de l'autophagie. Dans le cas d'une dé-
plétion de nutriment, la protéine Tor n'est pas synthétisée et le complexe Atg13-
Atg1/Ulk1 induit fortement l'autophagie en se relocalisant du cytosol vers les
membranes isolées constituant le futur PA [59]. Chez les mammifères, le complexe
Atg1/Ulk1 peut se relocaliser sur certains domaines de l'ER qui potentiellement
donnent naissance à un PA [58, 60].
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2.3.2 Les protéines Atg8/LC3 marqueurs de l'autophago-
some
La protéine Atg8 compte six homologues chez les mammifères LC3 A/B/C et
GABARAP/ GABARAPL1 (GL1) /GABARAPL2 (GL2) ou GATE16 [58]. Cette
famille de protéine est nommée Atg8/LC3. Elles sont les seules protéines à s'an-
crer sur la membrane de l'autophagosome via un lien covalent et à rester liées à la
membrane jusqu'à la destruction de l'autophagosome par le lysosome [61], contrai-
rement aux autres protéines qui ne s'y lient que de façon transitoire. De plus, les
protéines Atg8/LC3 ne se lient qu'à la membrane de l'autophagosome alors que
les autres protéines peuvent se trouver sur d'autres membranes. La famille de
protéines Atg8/LC3 est donc considérée comme le marqueur de l'autophagosome
[62]. Le marquage de cette protéine en ﬂuorescence permet de suivre la formation
des autophagosomes in vivo comme nous l'avons vu dans l'expérience menée par
Axe dans la partie 2.2.2 [44]. Dans des conditions nutritives normales, Atg8 est
soluble dans le cytosol et elle se visualise comme un fond ﬂuorescent diﬀus dans la
cellule (Fig. 2.4), en cas de déplétion de nutriment, la protéine se localise sur les
autophagosomes et apparait en points ﬂuorescents (Fig. 2.4).
Les protéines Atg8/LC3 jouent un rôle clef dans l'élongation et la fermeture de
l'autophagosome. En eﬀet, des études menées sur des levures montrent que les
autophagosomes formés sont anormalement petits si l'expression de la protéine
Atg8 est bloquée [62, 63]. Cette protéine jouerait donc un rôle dans l'expansion de
l'autophagosome. D'autres études réalisées sur des cellules de mammifère montrent
qu'une déplétion des protéines Atg8/LC3 entraîne une augmentation du nombre
d'autophagosomes ouverts (Fig. 2.14) [50, 51]. La protéine Atg8/LC3 joue donc
probablement aussi un rôle dans la fermeture de l'autophagosome.
Dans la partie précédente 2.2.3 portant sur la morphologie du PA en formation,
nous avons vu que des machineries protéiques étaient nécessaires pour moduler la
forme de la membrane. Il semblerait que les protéines Atg8/LC3 soient des can-
didats potentiels puisqu'elles sont ancrées sur la membrane de l'autophagosome
durant toute sa formation et qu'une déplétion de la protéine dans une cellule af-
fecte la croissance des autophagosomes. Notre étude portera donc sur les protéines
Atg8/LC3 et plus particulièrement sur la protéine GL1 car c'est un homologue
chez les mammifères peu étudié à ce jour. De plus, la puriﬁcation de cette protéine
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Figure 2.14: Cellules NIH 3T3 ayant subi une déplétion de la protéine
Atg8/LC3 photographiées au microscope électronique. (A) Photo du
cytosol de la cellule, un exemple d'autophagosome ouvert est indiqué par une
tête de ﬂèche blanche et un autophagosome fermé par une ﬂèche blanche. Les
images (B  C) montrent des autophagosomes ouverts et les images (D  E)
des autophagosomes fermés. Barre d'échelle : 500 nm. Extrait de [51].
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est parfaitement maîtrisée par le laboratoire de Thomas Melia ce qui représente
un avantage expérimental.
2.3.3 Structure des protéines Atg8/LC3
Les structures tridimensionnelles des protéines Atg8/LC3 sont similaires [6467].
Elles sont constituées d'un corps ubiquitine et de deux hélices α au N-terminal.
Nous allons décrire précisément la structure tridimensionnelle de la protéine GA-
BARAP.
La structure de GABARAP est composée de deux domaines, un domaine C-
terminal (résidus 27-117) et un petit domaine N-terminal (résidus 1-26). Le do-
maine C-terminal est composé de quatre feuillets β centraux et de deux hélices α, il
présente donc des similarités structurelles avec les ubiquitines, ce qui vaut l'appel-
lation d'"ubiquitin-like protein" aux protéines Atg8/LC3. Le domaine N-terminal
est constitué de deux hélices α qui peuvent adopter deux conformations ; l'hélice
α à l'extrémité du N-terminal peut pivoter de presque 180 °C d'une conforma-
tion dite fermée (Fig. 2.15.A) à une conformation ouverte (Fig. 2.15.B) [66]. Dans
la conformation ouverte l'hélice α au N-terminal peut s'apparier un niveau du
domaine C-terminal d'une protéine GABARAP voisine (Fig. 2.15.C). Cette asso-
ciation fut observée en solution pour des concentrations en sel élevées. Néanmoins,
nous pouvons supposer qu'elles peuvent avoir lieu dans des conditions naturelles,
en étant ancrée sur une membrane par exemple. La protéine GABARAP présente
donc un fort potentiel à l'oligomérisation.
La conformation dite ouverte de la protéine GABARAP n'a pas été observée sur
les protéines homologues. Il est donc possible qu'elle soit propre à cette protéine
mais aussi qu'elle soit fortement instable et n'existe que dans des conditions par-
ticulières. Elle pourrait s'induire à la suite de l'ancrage de la protéine dans la
membrane ou bien en interagissant avec d'autres protéines.
2.3.4 Lipidation de la protéine Atg8/LC3 sur la membrane
La protéine GL1 s'ancre sur la membrane via une réaction de lipidation très simi-
laire à une réaction ubiquitine. Les protéines sont d'abord synthétisées avec une
lysine (K117) au C-terminal qui masque la glycine réactive (G116). La protéase
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Figure 2.15: Structure de la protéine GABARAP. Diagramme ruban de
la protéine GABARAP dans une conformation fermée (A) et une conformation
ouverte (B). Les hélices α sont colorées en rouge et les feuillets β en vert. La re-
présentation (C) montre l'appareillement de deux GABARAP en conformation
ouverte, le domaine N-terminal est coloré en violet. Extrait de [66].
Atg4 clive ce dernier résidu aﬁn d'activer G116. Il en est de même pour les autres
protéines de la famille Atg8/LC3, les sites de clivage étant légèrement diﬀérents
(Fig. 2.16). Alors, la cystéine réactive de l'enzyme E1 (Atg7) forme un lien sulf-
hydrile covalent avec G116 d'une façon ATP dépendante. L'énergie de ce lien est
ensuite utilisée pour transférer la protéine GL1 sur la cystéine réactive de l'en-
zyme E2 (Atg3). Enﬁn, la protéine Atg3 permet de rapprocher GL1 d'une amine
libre (lysine) et permet la formation d'un lien covalent entre ce dernier et le résidu
G116. Dans le cas d'une réaction ubiquitine classique l'amine est portée par une
protéine, en revanche, ici elle se trouve sur la tête d'un lipide PE (Fig. 2.17) [68].
La protéine GL1 est donc une protéine périphérique. Elle peut être détachée du
lipide PE par la protéase Atg4 qui reclive la séquence d'acides aminés après le
résidu G116 ce qui permet à GL1 de conserver son activité.
Le rendement de la réaction ubiquitine peut être amélioré par la présence d'une
enzyme E3. Dans le cas de la réaction de lipidation de GL1, l'enzyme E3 est
le complexe protéique Atg5-12/16. Atg5 et Atg12 sont liés de façon covalente
via une deuxième réaction ubiquitine. L'enzyme Atg7 active la protéine Atg12
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Figure 2.16: Structures primaires des protéines Atg8/LC3. Le site de
clivage de la protéase Atg4 se situe après la glycine colorée en rouge.
Figure 2.17: Réaction de lipidation de la protéine GL1
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semblable à une protéine ubiquitine puis la transfère à l'enzyme Atg10. Enﬁn,
Atg10 lie de façon covalente la glycine au C-terminal d'Atg12 à la lysine (K149)
d'Atg5 [59]. La protéine Atg16 se conjugue de façon non covalente à Atg5-12 pour
former le complexe Atg5-12/16. Cette enzyme E3 favorise le transfert de GL1 de
l'enzyme Atg3 au lipide PE (Fig. 2.18). In vitro, l'enzyme E3 permet d'améliorer le
rendement de lipidation de GL1, en revanche in vivo la présence de ce complexe est
indispensable [69]. La protéine Atg8 a déjà été reconstituée avec les enzymes E1,
E2 et E3 sur la membrane de GUVs. Alors que les enzymes Atg3 et Atg7 quittent
la membrane après le recrutement de GL1, le complexe Atg5-12/16 reste sur la
membrane et forme un ensemble qui immobilise la protéine Atg8 sur la membrane
[70]. Au cours de ce projet, nous voulons étudier le comportement de GL1 sur
la membrane indépendamment de toutes autres protéines, nous n'utiliserons donc
pas le complexe protéique Atg5-12/16.
Figure 2.18: Réaction de lipidation de la protéine GL1 avec le com-
plexe protéique Atg5-12/16.
2.3.5 Ancrage d'Atg3 dans la membrane
L'enzyme Atg3 se lie de façon transitoire à la membrane aﬁn de recruter la pro-
téine GL1 sur un lipide PE. L'ancrage d'Atg3 se fait via son hélice amphiphile qui
cible les défauts à la surface de la bicouche (voir 1.3.2). La présence de ces défauts
varie selon les caractéristiques de la membrane comme cela a été vu dans la partie
1.2.4. La reconstitution in vitro de la protéine GL1 avec les enzymes Atg7 et Atg3
dans des petits liposomes montre un rendement très variable selon la taille des
liposomes et la concentration en lipides PE dans la bicouche. Pour des liposomes
d'environ 400 nm de diamètre, la concentration en lipides PE permettant une
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bonne incorporation de GL1 était de 55% (Fig. 2.19.A). Pour une faible concen-
tration en lipides PE dans la membrane (<30%), une bonne lipidation de GL1
était obtenue sur des liposomes de diamètre 50 nm (Fig. 2.19.B). La lipidation de
la protéine GL1 est donc modulée par l'hélice amphiphile de la protéine Atg3 et
les propriétés de la membrane (Fig. 2.19.C)[13]. Et puisque la concentration phy-
siologique en lipides PE dans les membranes biologiques est d'environ 20% (Fig.
2.6 et Fig. 2.7), il semblerait donc qu'in vivo la protéine GL1 s'ancre préférentiel-
lement sur les membranes courbées comme les bords les bords de l'autophagosome
en formation.
Figure 2.19: Reconstitution de la protéine GL1 sur des petits lipo-
somes. (A) La réaction de lipidation est réalisée sur des liposomes de 400 nm
de diamètre de la composition suivante : DOPE (concentration molaire indiquée
sur le gel), 10 mol % bI-PI, 0.15 mol % Rh-DOPE et POPC. (B) La réaction de
lipidation est réalisée sur des liposomes de diamètre compris entre 800 nm et 50
nm et pour deux compositions diﬀérentes 55 mol % et 30 mol % de lipide PE, le
reste de la composition est identique à celle décrite dans (A). (C) Graphique du
pourcentage de protéines GL1 lipidées en fonction de la concentration en lipide
PE dans la membrane pour deux tailles de liposomes 400 nm de diamètre (carré
noir) et 50 nm de diamètre (sonicated, rond blanc). La reste de la composition
lipidique de la membrane est identique à (A) et (B). Extrait de [13].
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Chapitre 3
Incorporation de GL1 dans des
modèles membranaires
Dans les chapitres précédents, nous avons vu que la formation de l'autophagosome
résultait de l'intervention de machineries protéiques sur la membrane du PA et des
caractéristiques physique de la membrane du PA. C'est pourquoi, nous avons choisi
d'étudier les interactions de la machinerie protéique liée à la protéine GL1, l'unique
marqueur de l'autophagosome, avec des membranes. Pour cela, nous utiliserons
des membranes modèles dont nous contrôlerons les propriétés physiques et dans
lesquelles nous reconstituerons la protéine GL1.
Dans ce chapitre, nous expliquerons notre choix de modèle membranaire pour
servir de substrat à la protéine GL1. Puis, nous présenterons les deux stratégies
de lipidation permettant la reconstitution de la protéine GL1 dans les membranes
modèles. Ensuite, nous détaillerons une étude menée sur la reconstitution de la
protéine GL1 dans des petits liposomes de composition lipidique variable. Enﬁn,
nous exposerons les rôles de la protéine GL1 connus à ce jour et découverts grâce
à l'utilisation de membranes modèles.
3.1 Choix des modèles membranaires servant de
substrat à la protéine GL1
L'autophagosome est une vésicule à double membrane et lors de sa formation il res-
semble à une vésicule dégonﬂée (voir 2.2). Peu de choses sont aujourd'hui connues
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sur sa composition et ses origines comme nous l'avons vu dans la partie 2.2.2, en
revanche la morphologie de sa membrane lors de sa croissance a pu être étudiée
grâce au microscope électronique et à la tomographie 3D (voir 2.2.3). Nous savons
donc que la membrane du PA présente des zones de morphologie très diﬀérentes,
la membrane étant beaucoup plus courbée sur les bords du PA que sur le reste de
sa surface. En choisissant comme modèle membranaire des liposomes de petites
tailles (50 nm  400 nm) et des GUVs (20 µm), nous avons pu étudier l'inﬂuence
de la courbure de la membrane sur l'ancrage de la protéine GL1. L'utilisation de
GUVs présentait un autre avantage majeur, elle permettait l'étude de la dyna-
mique de la protéine GL1 sur la membrane (voir chapitre 5). La dynamique de
la protéine pouvant elle-même nous renseigner sur son état d'oligomérisation. Les
GUVs sont aussi mircromanipulables , ce qui nous a permis de tirer des tubes de
membranes de faibles rayons à partir des GUVs (voir 1.5.5 et chapitre 7) et ainsi
étudier la distribution et la dynamique de la protéine sur une unique membrane
présentant plusieurs courbures.
En utilisant, des GUVs, nous pouvons donc mimer certaines caractéristiques mor-
phologiques de la membrane du PA. Cependant, ce modèle comporte des limites
et notamment au niveau de la tension de sa membrane. Lorsqu'une GUV est mi-
cromanipulée une certaine tension s'exerce sur sa membrane comme en témoigne
la langue projetée dans la micropipette (voir 1.5.1), en revanche la tension de la
membrane du PA est quasiment nulle puisqu'il est une vésicule dégonﬂée. Nous
savons que la tension de la membrane inﬂuence peu la dynamique d'un objet ancré
dans la membrane, nous pouvons donc supposer que les études de la distribution
et de la dynamique de GL1 sur les GUVs sont représentatives de la dynamique de
GL1 sur la membrane du PA.
Bien que la composition du PA soit inconnue, l'utilisation de petits liposomes et
des GUVs impliquait un choix de composition lipidique pour les membranes. Nous
avons donc choisi des compositions permettant un bon ancrage de la protéine
GL1 et cohérentes avec des études sur le lipidome (voir 2.2.2) [2, 13, 46]. Les
membranes seront donc composées de lipides PE, PC, PS et cholestérol, les chaînes
des phospholipides pouvant être saturées ou insaturées (Fig. 3.1). Nous utiliserons
souvent des lipides ﬂuorescents qui nous permettront de visualiser la membrane des
GUVs en ﬂuorescence (Fig. 3.1). Pour certaines expériences, nous aurons recours
à des lipides dont la tête a été fonctionnalisée : DOPE- maléimide (chapitres 4, 5
et 6) et DSPE-biotine (chapitre 7) (Fig. 3.1).
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Figure 3.1: Liste des lipides utilisés pour ce projet. La longueur et le
nombre d'insaturation des chaînes hydrophobes sont indiqués à droite du nom
du lipide.
Dans les chapitres 4 et 5, nous étudierons l'ancrage, la répartition et la dyna-
mique de la protéine GL1 sur des liposomes et des GUVs pour des compositions
membranaires diﬀérentes. Nous choisirons notamment des compositions lipidiques
permettant la formation de microdomaines et nous étudierons leur inﬂuence sur
la répartition et la dynamique de GL1. A ce jour, il n'y a aucune certitude sur
la présence de domaines lipidiques (rafts) sur la membrane de l'autophagosome
néanmoins ils ont été observés sur des membranes cellulaires et jouent un rôle bio-
logiques (voir 1.2.3). Nous faisons donc l'hypothèse de leur existence et la phase
liquide ordonnée des GUVs servira de modèle à des rafts potentiels. La pertinence
biologique de ce modèle peut être remise en question, car aujourd'hui peu de choses
sont connues sur les rafts. Leur origine, leur composition et leur taille sont mal
connues, nous ne savons donc pas si les domaines présents sur des GUVs peuvent
constituer un bon modèle. Néanmoins, ils constituent aujourd'hui l'approche la
plus classique et la plus simple à l'étude des interactions entre les protéines et les
domaines lipidiques.
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3.2 Les deux stratégies de lipidation de la protéine
GL1 sur des liposomes
Les protéines utilisées dans ce projet ont été exprimées puis puriﬁées dans une
bactérie [71] par le laboratoire de Thomas Melia, un protocole détaillé se trouve
dans l'article de Jotwani [68]. Nous avons utilisé deux stratégies de lipidation pour
reconstituer la protéine GL1 dans la membrane de liposomes. La première stratégie
mime la réaction ubiquitine qui a lieu in vivo et la seconde nécessite une protéine
GL1 mutante qui s'ancre sur la membrane sans l'intervention d'enzyme.
La réaction ubiquitine de lipidation de GL1 in vivo recourant aux enzymes Atg3
et Atg7 peut être reproduite in vitro sur des petits liposomes. In vivo, la protéine
GL1 doit être tronquée au niveau de son C-terminal pour être activée, in vitro elle
est directement puriﬁée avec la glycine réactive (G116) exposée et prête à interagir
avec Atg3 et Atg7 (voir 2.3.4). La protéine GL1 lipidée forme un lien covalent entre
sa glycine G116 et une amine présente sur la tête d'un lipide PE (Fig. 3.2.A) de
la même façon qu'in vivo. Aﬁn de visualiser la protéine en ﬂuorescence, GL1 est
mutée au niveau de son N-terminal pour inclure une cystéine qui se lie au marqueur
Alexa488 C5 maléimide via un lien sulfhydrile (Fig. 3.2.B) (annexe B). A la suite
de la réaction de marquage environ 1 protéine sur 20 est liée à un ﬂuorophore,
nous nommerons par la suite ce mélange de protéines marquées et non marquées
GL1g116 (Fig. 3.3.A). Nous supposons que le faible taux de marquage peut être dû
à la structure globulaire de la protéine qui rend la cystéine ajoutée au N-terminal
peut accessible et limite donc la réaction de marquage.
Dans la seconde stratégie de lipidation, GL1 se lie à la membrane sans l'inter-
vention d'enzyme. La protéine est exprimée avec une cystéine au C-terminal à la
place de la glycine et aﬁn de visualiser la protéine en ﬂuorescence une YFP est
ajoutée au N-terminal, nous nommerons cette protéine GL1g116c dans le reste du
texte. La cystéine au C-terminal peut se lier covalemment via un lien sulfhydrile
au groupe maléimide accroché sur la tête d'un lipide (Fig. 3.3.B). Cette stratégie
de lipidation a l'avantage de mimer la réaction naturelle avec un besoin moindre en
protéines (Fig. 3.3.C). De plus, toutes les fonctions de la protéine GL1 découvertes
à ce jour sont conservées chez le mutant, il constitue donc un système mimétique
valable. Les fonctions de la protéine GL1 seront détaillées à la ﬁn de ce chapitre
(voir 3.4).
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Figure 3.2: Schéma des réactions amine  glycine (A) et
sulfhydrile (B). Extrait de https ://www.lifetechnologies.com et de
http ://www.avantilipids.com/.
3.3 Incorporation de GL1 dans des petits liposomes
3.3.1 Les réactions de lipidation
Les deux protéines GL1 décrites dans la partie précédente GL1g116 et GL1g116c
constituent deux stratégies de lipidation. Elles ont toutes deux été explorées pour
l'incorporation de GL1 dans des petits liposomes (fabrication détaillée en annexe
A). Les protocoles de lipidation détaillés sont donnés dans les annexes C et D,
ici nous nous appliquerons à les décrire brièvement et à développer les diﬃcultés
survenues ainsi que les moyens utilisés pour les contourner.
La réaction ubiquitine permettant la formation d'un lien covalent entre un lipide
PE et la protéine GL1g116, implique deux enzymes spéciﬁques à l'autophagie Atg3
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Figure 3.3: Schéma des protéines GL1g116 (A) et GL1g116c (B). (C)
Schéma des protéines GL1g116 et GL1g116c liées aux lipides.
et Atg7. Comme nous l'avons vu dans la partie (voir 1.3.2), l'ancrage de la protéine
GL1g116 est régulé par l'hélice amphiphile de la protéine Atg3. Les conditions op-
timales de lipidation de GL1 sur des petits liposomes étaient vériﬁées soit pour des
liposomes composés au minimum de 55% de lipides DOPE, soit pour des liposomes
de diamètre inférieur ou égal à 50 nm (Fig. 3.4). Or, nos liposomes d'études me-
surent environ 400 nm de diamètre et sont composés de 30% de lipides PE, ils ne
permettent donc pas une bonne incorporation de GL1g116 dans la membrane. En
conséquence, aﬁn de faciliter l'ancrage de GL1g116 dans la membrane, nous avons
utilisé une protéine Atg3 mutante qui a une dépendance aux défauts présents sur
la bicouche moindre. L'hélice amphiphile d'Atg3 s'insérant dans la membrane a été
mutée pour augmenter son hydrophobicité, le résidu lysine 11 (K11) a été remplacé
par un triptophane (W) très hydrophobe [13]. Ainsi, l'hélice amphiphile s'insère
dans la membrane même si celle-ci présente peu ou pas de défauts à sa surface.
L'Atg3 mutant sera nommé Atg3k11w dans le reste du texte.
Un mélange dans des bonnes proportions de GL1g116, d'Atg3k11w, d'Atg7, d'ATP
et de liposomes suivi d'une incubation à 37°C pendant 90 min conduit à l'ancrage
de GL1g116 dans les membranes (annexe C). La réaction de lipidation peut être
vériﬁée sur gel (SDS-PAGE), GL1g116 et GL1g116-PE ne migrant pas au même
niveau. Dans le but de montrer que la protéine Atg3k11w permet une meilleure
lipidation de la protéine GL1g116 sur une membrane présentant peu de défauts,
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deux réactions de lipidation ont été réalisées. Dans l'une la protéine Atg3 était
utilisée dans l'autre la protéine Atg3k11w, les autres paramètres étant identiques.
Les liposomes utilisés mesuraient environ 400 nm de diamètre et étaient composés
de DOPE 30%, DOPC 10 %, DPPC 40% et cholestérol 20% (Fig. 3.4). La première
chose à noter est la position relative des bandes GL1g116 et GL1g116-PE. Alors
que GL1g116-PE est plus lourde, elle migre plus loin, ceci est probablement dû à
la présence du lipide qui réagit avec les molécules de SDS diﬀéremment d'avec les
protéines. Les enzymes Atg3, Atg3k11w et Atg7 ne sont pas visibles sur ce gel car
elles migrent à des positions diﬀérentes de la protéine GL1g116 étant donné leur
taille, 35 KDa pour les protéines Atg3 et Atg3k11w et 77 KDa pour la protéine
Atg7. En observant le rendement de la lipidation, nous constatons que l'utilisation
de la protéine Atg3 ne permet qu'une très faible incorporation de la protéine
GL1g116 alors que la protéine Atg3k11w permet une lipidation quasi totale. Cette
expérience montre bien une diminution de la sensibilité de la protéine Atg3k11w
aux défauts hydrophobes présents à la surface de la membrane.
Figure 3.4: Réaction de lipidation de la protéine GL1g116 en utilisant
les enzymes Atg3 ou Atg3k11w. Les liposomes mesuraient 400 nm de dia-
mètre et étaient composés de DOPE 30%, DOPC 10%, DPPC 40% et cholestérol
20%.
La réaction de lipidation de la protéine mutante GL1g116c sur des liposomes conte-
nant de 2 à 5% de lipide maléimide ne nécessite aucun autre composant que du
TCEP qui limite l'association des cystéines entre elles (annexe D). En l'absence
de la protéine Atg3, la taille des liposomes n'a plus d'importance, et comme nous
le verrons dans la partie suivante 3.3.2, la lipidation peut être très eﬃcace sur des
liposomes mesurant 200 nm de diamètre.
Chapitre 3. Incorporation de GL1 dans des modèles membranaires 68
3.3.2 Courte étude sur des GL1-PE liposomes
Les deux études suivantes vont conﬁrmer la dépendance de la lipidation de GL1
à la composition de la membrane. Dans un premier cas nous avons analysé la
dépendance de la concentration en PE sur la lipidation de la protéine GL1g116
puis l'inﬂuence du pH et de la concentration en PE sur l'ancrage de GL1g116c.
La lipidation de la protéine GL1g116 est régulée par la protéine Atg3 qui s'ancre
sur la membrane au niveau de défauts qui peuvent être dus à des lipides à formes
coniques comme les lipides PE (voir 1.2.4). Nous allons donc tester la lipidation
de GL1g116 sur des petits liposomes de 100 nm de diamètre contenant diﬀérentes
concentrations en lipides DOPE : 0 %, 30 % et 55 % (complété par PI 10 %
et de la POPC) en utilisant la protéine Atg3 non mutée. Lors de la réaction de
lipidation, le rapport protéine sur lipides PE est de 1/100 pour les membranes
composées de 30 % de PE et de 1/150 pour celles composées de 55 % de PE. Bien
que le PE soit largement en excès dans les deux cas, la lipidation de GL1g116 est
plus eﬃcace sur les liposomes composés à 55 % de lipides PE (Fig. 3.5). Sur les
liposomes ne contenant pas de lipides PE (contrôle négatif), la lipidation est nulle.
Cette expérience conﬁrme que les défauts à la surface de la membrane, engendrés
en partie par la concentration en lipides PE, sont nécessaires au recrutement de
GL1g116 par la protéine Atg3.
L'ancrage de la protéine GL1g116c se fait sur un lipide maléimide, l'utilisation de
ce lipide peut poser problème si la bicouche est riche en lipide PE. En eﬀet, à un pH
8 et lorsque la concentration en lipides PE (30 - 55 %) est largement supérieure à
la concentration en maléimide (5 %), la protéine ne se lie plus à la membrane (Fig.
3.6). Ce résultat peut se justiﬁer de la façon suivante, la maléimide interagit avec
des groupes amines que l'on trouve sur des lipides PE ou sulfhydriles situés sur
les cystéines. La réaction de la maléimide avec les groupes sulfhydriles est environ
1000 fois plus rapide que celle avec les groupes amines, cette dernière réaction est
donc en général négligeable. Cependant dans la conﬁguration de cette expérience,
la forte concentration en amines (lipide PE) à la surface de la bicouche rend la
réaction amines dominante. Cet eﬀet peut être contourné en abaissant le pH de
la solution. Le passage d'un pH 8 à un pH 6,2 change la vitesse relative des deux
réactions et augmente le rendement de la réaction sulfhydrile (Fig. 3.6).
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Figure 3.5: Lipidation de la protéine GL1g116. Les liposomes mesuraient
100 nm de diamètre et étaient composés de : 0-55 mol% DOPE, 10 mol% PI et
POPC.
Figure 3.6: Lipidation de la protéine GL1g116c. Les liposomes mesuraient
200 nm de diamètre et étaient composés de 0 - 55 mol% DOPE, 10 mol% PI, 5
mol% DOPE-maléimide et POPC. Les liposomes étaient préparés dans du buﬀer
SN (50 mM trisHCl, 100 mM NaCl, 1 mM MgCl2) à pH 8 ou 6,2. L'addition de
β-mercaptoethanol à la réaction quenche les maléimides et empêche la liaison
de GL1g116c, ces réactions constituent des contrôles négatifs.
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3.4 Aperçu des rôles GL1 connus à ce jour
Des expériences in vivo ont montré que GL1 jouait un rôle dans la formation du PA
(voir 2.3.2). Aﬁn de déterminer ses fonctions plus précisément, cette protéine fut
reconstituée dans des petits liposomes et des GUVs [68, 72, 73]. Nous distinguerons
deux principaux résultats donnés par ces études qui nous seront particulièrement
utiles dans nos recherches ; GL1 permet l'adhésion des membranes et potentielle-
ment leur fusion.
La reconstitution de GL1 dans des petits liposomes puis leur observation montrent
une agrégation des liposomes au cours du temps qui est proportionnelle à la quan-
tité de protéines GL1 incorporée dans les liposomes. Ce résultat fut mis en évidence
par diﬀérentes méthodes expérimentales. En utilisant la microscopie de phase, des
agrégats de liposomes Atg8-PE commencent à être visibles après dix minutes d'ob-
servation et grandissent au cours du temps, alors que des liposomes de composition
identique sans protéine observés en parallèle ne forment aucun agrégat (Fig. 3.7)
[72]. Ces résultats furent approfondis avec l'utilisation de la DLS (diﬀusion light
scattering) qui mesure la taille des objets en solution par diﬀusion de lumière.
Des petits liposomes Atg8-PE furent préparés avec diﬀérentes concentrations en
protéines Atg8 sur leur membrane. Après un temps d'incubation de 60 min, les
mesures à la DLS révèlent qu'en dessous d'une concentration d'Atg8 de 3 µM, il
y peu de formation d'agrégats de liposomes Atg8-PE et qu'à partir de 3 µM la
taille des agrégats augmentent avec la concentration en Atg8 (Fig. 3.8) [72]. La
présence d'Atg8 en concentration suﬃsante sur les membranes des liposomes est
responsable de l'agrégation des liposomes et donc de l'adhésion de leur membrane.
Ces résultats ont été conﬁrmés pour les protéines homologues chez les mammifères
[68, 7476].
Les expériences précédentes nous ont montré que la protéine GL1 permet l'adhé-
sion des membranes. Cependant aucune d'elles ne montrent si l'adhésion est due
à une association de protéines GL1 sur les membranes apposées (interaction pro-
téique homotypique) ou bien à l'interaction directe protéine lipide. En eﬀet, il est
impossible en travaillant avec des liposomes en solution de distinguer ces deux
types d'interaction. Nous pouvons imaginer que la protéine GL1 dans sa confor-
mation ouverte, si elle existe (voir 2.3.3, [66]), s'oligomérise en trans via son hélice
N-terminale ou bien s'ancre directement sur la membrane apposée via cette même
hélice. L'observation d'agrégats de liposomes Atg8-PE au microscope électronique
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Figure 3.7: Observation en microscopie de phase de liposomes Atg8-
PE au cours du temps. La réaction de lipidation est la suivante : Atg8 (10
µM), Atg7 (1 µM), Atg3 (1 µM), ATP (1 mM), liposomes (350 µM lipides). La
composition lipidique des liposomes : 55 mol% DOPE, 30 mol% POPC et 15
mol% biPI. Un contrôle négatif a été réalisé en retirant l'ATP de la réaction de
lipidation. Extrait de [72].
Figure 3.8: Distribution de la taille des agrégats formés dans des so-
lutions de liposomes Atg8-PE. Les réactions de lipidation sont identiques à
celle décrite dans la ﬁgure précédente à l'exception de la concentration en pro-
téine Atg8 qui varie. Les solutions de liposomes Atg8-PE sont incubées 60 min
avant l'observation à la DLS. Extrait de [72].
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dont une fraction des protéines Atg8 était marquée avec des particules d'or de 5
nm (Fig. 3.9.A), semble montrer une interaction homotypique de la protéine avec
un enrichissement au niveau de la zone de contact (Fig. 3.9.B) [72]. Cependant
étant donné le faible marquage, ces résultats demandent à être conﬁrmés.
Figure 3.9: Observation en microscopie électronique de liposomes
Atg8-PE.(A) Photo au microscope électronique de liposome Atg8-PE agré-
gés. La réaction de lipidation est la suivante : Atg8 (4 µM), Atg7 (1 µM), Atg3
(1 µM), ATP (1 mM). La protéine Atg8 fut marquée avec des particules d'or de
5 nm (le détail du marquage est donné dans [72]). (B) Quantiﬁcation des parti-
cules d'or au niveau des zones de contact (CR) entre deux liposomes. A gauche
une représentation schématique de deux liposomes avec leur zone de contact et
leur zone de non-contact (non-CR). Sur le premier graphique (blanc) les lon-
gueurs des CR et des non-CR des membranes des liposomes ont été reportées.
Puis sur le deuxième graphique (gris), le nombre de particules d'or dans chaque
région a été compté. Sur le dernier graphique (noir), la densité linéaire de par-
ticule dans chaque région a été calculée en divisant le nombre de particules d'or
dans chaque région par la longueur de la région. Au niveau de la CR, la longueur
de la région compte double puisque deux membranes sont apposées. Extrait de
[72].
La protéine Atg8 a une fonctionnalité controversée dans la fusion membranaire.
Des tests de fusion sur des liposomes Atg8-PE montraient une implication variable
d'Atg8 dans l'hémifusion (fusion du feuillet externe de la bicouche) et la fusion
(fusion des deux feuillets) des membranes. Les tests de fusion sont basés sur du
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dequenching de ﬂuorescence, le principe est de mélanger des liposomes sans lipide
ﬂuorescent avec des liposomes contenant des lipides NBD et lissamine rhodamine
B (Rho) en concentration suﬃsamment élevée pour que le signal du NBD soit
quenché par la Rho (Fig. 3.10). Si les liposomes fusionnent il y a alors un de-
quenching de la NBD et son signal ﬂuorescent augmente [77]. Cependant le simple
dequenching de la ﬂuorescence du NBD ne permet pas de déterminer si la fusion
des membranes s'est faite sur le feuillet externe de la bicouche ou bien sur les deux
feuillets. L'utilisation de la dithionite de sodium permet de distinguer ces deux cas
de ﬁgure. Cette molécule permet d'éteindre le signal du ﬂuorophore NBD. Dans le
cas de liposomes, elle éteint uniquement les NBD présents sur la paroi externe car
elle ne traverse pas les membranes. En ajoutant de la dithionite de sodium à une
solution de liposomes Atg8-PE issue d'un test de fusion positif, une diminution de
50 % du signal de la NBD indiquerait une fusion des membranes et une diminution
de 100 % l'hémifusion des membranes (Fig. 3.10).
Figure 3.10: Schéma des tests de fusion par dequenching de ﬂuores-
cence de la NBD sur des petits liposomes. La NBD est représentée par les
disques verts et la rhodamine par les disques rouges.
Ces tests de fusion ont été menés sur des liposomes Atg8-PE et ont montré que
les membranes avaient hémifusionné [72]. Cependant les liposomes contenaient 55
% de lipides PE ce qui est bien supérieur aux concentrations physiologiques qui se
situent autour de 20 %. Les mêmes tests de fusion avec des liposomes contenant
30 % de lipides PE montrent l'absence de fusion [74]. L'implication d'Atg8 dans
la fusion membranaire est donc toujours sujette à discussion. Des tests de fusion
réalisés sur des liposomes LC3-PE et des liposomes GATE16-PE montrent une
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fusion totale des membranes pour des concentrations physiologiques en lipides PE
[75, 76]. Le rôle des homologues mammifères d'Atg8 semble donc diﬀérent mais
nous ne savons pas à ce jour en expliquer les raisons. D'autres études menées chez
les levures montrent une implication de la protéine de fusion SNARE lors de la
nucléation du PA, c'est donc elle qui pourrait permettre la fusion des membranes
isolées lors de la croissance du PA [74].
L'implication de la protéine GL1 dans l'adhésion des membranes et potentiel-
lement leur fusion conﬁrme le rôle de GL1 dans la croissance du PA. En eﬀet,
GL1 permettrait l'adhésion des membranes isolées lors de l'élongation du PA et
éventuellement leur fusion. Cependant ces résultats ne permettent pas d'expliquer
une croissance asymétrique du PA, nous allons donc chercher à déterminer si le
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recrutement de membranes isolées à sa surface a lieu de façon inégale.

Chapitre 4
La méthode du choc osmotique
Les interactions de la protéine GL1 avec la membrane restent à ce jour peu ca-
ractérisées. Par exemple, très peu de choses sont encore connues de la dynamique
de GL1 sur la membrane et de l'inﬂuence des caractéristiques de la membrane sur
la dynamique de la protéine. Nous nous proposons, d'incorporer la protéine GL1
dans des GUVs, ce modèle nous permettant de répondre à ces questions restées en
suspens et pourtant essentielles à la compréhension de l'activité de la protéine.
Dans ce chapitre, nous montrerons en quoi les GUVs sont diﬃcilement adaptables à
la réaction de lipidation appliquée sur des petits liposomes. Puis, nous expliquerons
le nouveau protocole que nous avons été amené à développer pour incorporer la
protéine GL1, dans des GUVs. Nous présenterons ensuite un ensemble de mesures
caractérisant l'eﬃcacité de cette méthode.
4.1 Diﬃcultés d'adaptation des GUVs aux réac-
tions de lipidation appliquées sur des petits li-
posomes.
La reconstitution de la protéine GL1 dans des GUVs représentait un challenge,
dû à la nature quasi unique de l'ancrage de la protéine dans la bicouche. Nous
ne pouvions pas utiliser de méthodes préexistantes de formation de protéo-GUVs
qui étaient le plus souvent destinées à l'insertion de protéines trans-membranaire
[7881]. Nous nous appliquerons dans cette partie à exposer la conséquence du
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changement de taille des liposomes sur la lipidation de GL1 au travers des deux
stratégies de lipidation.
4.1.1 Les caractéristiques membranaires des GUVs limitent
l'incorporation de GL1
La reconstitution de GL1g116 dans des petits liposomes est bien maîtrisée [68, 72].
Cependant, le passage des petits liposomes à des liposomes géants entraîne des
modiﬁcations profondes de la structure de la membrane qui limitent l'incorporation
de GL1g116 et obligent à repenser le protocole traditionnel. En eﬀet, nous n'avons
jamais pu visualiser la protéine GL1g116 en ﬂuorescence sur la membrane des
GUVs en utilisant la réaction de lipidation employée sur des petits liposomes.
Les GUVs utilisées lors de ces tests étaient électroformées en utilisant la méthode
développée par Angelova [82] et détaillée en annexe L. Pour la décrire simplement,
cette technique consiste en l'application d'un courant alternatif sur un ﬁlm de
lipide déposé sur des plaques d'ITO et réhydraté dans de l'eau. Les GUVs formées
à l'issue de l'électroformation sont grandes (10 µm  100 µm) et nombreuses.
L'ancrage de GL1g116 sur les GUVs était inexistant ou inférieur à notre limite
de détection de ﬂuorescence. Bien que certaines équipes, aient pu obtenir des
résultats positifs, des diﬀérences signiﬁcatives dans la composition lipidique des
GUVs ou dans le système d'ancrage de la protéine [76] montre que la lipidation
de la protéine sur des GUVs par la réaction naturelle est peu eﬃcace. Une équipe
à pu reconstituer la protéine Atg8 dans des GUVs via la réaction enzymatique en
utilisant des GUVs composées à 68 % de lipides PE [73], cette concentration étant
largement supérieure à des concentrations physiologiques.
Pour nos compositions qui sont plus physiologiques avec 30  40 % de lipide PE,
La faible incorporation de GL1g116 est certainement due au faible ancrage de la
protéine Atg3 et Atg3k11w. En eﬀet, les défauts membranaires nécessaires à la liai-
son d'Atg3 sont certainement moindres sur la surface des GUVs, leur membrane
est moins tendue et se replie ce qui pourrait limiter l'accessibilité aux parties hy-
drophobes de la membrane. L'utilisation de protéines Atg3 et Atg3k11w exprimées
avec une YFP au N-terminal atteste cette hypothèse. Nous rappelons ici que la
protéine Atg3 mutante est moins sensible aux défauts présents à la surface de la
bicouche. Lors du mélange de la protéine Atg3 avec des GUVs contenant 40 % de
lipides PE, aucun signal ﬂuorescent de la protéine n'était observé sur la membrane
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(Fig. 4.1). Dans des conditions expérimentales identiques, l'utilisation de la pro-
téine Atg3k11w donnait des résultats irréguliers. En général, aucun signal n'était
visible sur la membrane, mais quelquefois un faible signal était observable alors
que les conditions d'expérimentation étaient identiques. Nous ne savons pas aujour-
d'hui expliquer ces variabilités dans nos observations. Puisque les protéines Atg3
et Atg3k11w ne s'ancraient pas ou peu dans la membrane, nous étions convaincus
que la membrane des GUVs ne permettait pas un bon recrutement de GL1g116.
Figure 4.1: Ancrage de la protéine Atg3 ou Atg3k11w sur des GUVs.
Des GUVs préparées par électroformation (DOPE 40 mol%, POPC 49 mol%,
POPS 10 mol%, DOPE-rhodamine 1 mol%) étaient mixées avec 1 µM de protéine
Atg3 ou Atg3k11w. Le mélange incubait à température ambiante, la photo de la
GUV mélangée avec de la protéine Atg3 a été prise après 10 min d'incubation,
celle avec la protéine Atg3k11w 180 min. Les images sont prises au microscope
confocal en ﬂuorescence celle du haut correspondent à la rhodamine (rouge) et
celle de bas à la YFP (vert). Barre d'échelle : 10 µm.
Une autre stratégie consistait à utiliser la protéine mutante GL1g116c se liant di-
rectement à un lipide maléimide et ne nécessitant pas d'enzyme, ce qui permettait
d'éviter l'utilisation de la protéine Atg3. Cependant, cette méthode fut tout aussi
ineﬃcace. Nous supposons que la cystéine au C-terminal de la protéine n'était pas
suﬃsamment accessible dû à la forme globulaire de la protéine, ce qui ne permet-
tait donc pas un ancrage signiﬁcatif de GL1g116c. Des tests menés en parallèle
sur des bicouches supportées de composition identique à celles des GUVs (5 mol%
de DOPE maléimide, 85 mol% POPC, 10 mol% POPS) confortent cette hypo-
thèse. La protéine ne s'incorporait pas ou très faiblement de façon spéciﬁque. Les
bicouches étaient préparées avec une cuve de Langmuir et la protéine GL1g116c
était directement ajoutée sur la bicouche à une concentration de 1 µM, le détail
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du protocole est donné en annexe M. En général, l'ancrage de la protéine sur la bi-
couche était non spéciﬁque comme le montre les signaux ﬂuorescents relevés après
injection de la protéine sur des bicouches avec et sans lipide maléimide (Fig. 4.2).
Nous avons pu obtenir un faible ancrage spéciﬁque seulement une fois au cours
d'une série d'expériences, pour des raisons inconnues.
Figure 4.2: Ancrage de la protéine GL1g116c sur des bicouches sup-
portées. Les bicouches sont préparées avec une cuve de Langmuir, les composi-
tions sont les suivantes : 5 mol% de DOPE maléimide, 85 mol% POPC, 10 mol%
POPS ou 90 mol% POPC, 10 mol% POPS (contrôle négatif). La protéine GL1
est ajoutée sur la bicouche à une concentration de 1 µM. La bicouche incube en-
suite 30 min à température ambiante avant l'observation au microscope confocal.
Un stack en z est ensuite réalisé au niveau de la bicouche pour relever le signal
ﬂuorescent de l'YFP, la bicouche se situe au niveau du pic de ﬂuorescence. Les
schémas représentent la bicouche avant et après l'injection de GL1g116c. Les
graphiques du haut correspondent au signal ﬂuorescent relevé avant l'injection
de la protéine sur les bicouches avec 5 mol% de maléimide (gauche) et 0 mol%
de maléimide. Les graphiques du bas correspondent au signal ﬂuorescent re-
levé après l'injection de la protéine sur les bicouches avec 5 mol% de maléimide
(gauche) et 0 mol% de maléimide (droite).
4.1.2 Faible concentration lipidique d'une solution de GUV
Une autre raison pour le faible ou l'inexistant couplage de la protéine GL1 sur des
GUVs peut être évoquée. Lors de la réaction de lipidation des protéines GL1g116
et GL1g116c la concentration en lipides des petits liposomes est de 3 mM (annexe
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C et D) or la concentration en lipide d'une solution de GUVs est beaucoup plus
faible. En eﬀet, dans le cadre de nos expériences, la quantité de lipides séchés sur
la plaque d'ITO est d'environ 10 µl à une concentration de 1 mM. Le volume de
réhydratation est d'environ 1 ml. La concentration ﬁnale en lipides de la solution de
GUVs est donc inférieure à 0,01 mM. Or, la concentration en lipides nécessaire à la
réaction de lipidation est de 3 mM, nous ne pouvons donc pas l'atteindre en partant
d'une solution de lipides déjà moins concentrée. Lors de nos réactions de lipidation
sur les GUVs, selon les concentrations des enzymes et protéines, la concentration en
lipides était comprise entre 0,01 mM et 0,001 mM. La concentration la plus élevée
étant obtenue lors de la réaction de lipidation de GL1g116c qui nécessitait l'ajout
de peu de composants. La très faible concentration en lipides lors de la réaction
de lipidation est un facteur limitant qui a certainement diminué le rendement de
la réaction.
L'ancrage des protéines GL1g116 et GL1g116c directement sur des GUVs fut in-
eﬃcace. Aﬁn de contourner les diﬃcultés dues à la concentration en lipides des
solutions de GUVs et aux caractéristiques des membranes des GUVs, nous avons
pris pour point de départ des petits protéo-liposomes avec lesquels nous avons
formé des protéo-GUVs en utilisant une méthode inventée à cet eﬀet basée sur un
choc osmotique.
4.2 Formation de GUVs avec la méthode du choc
osmotique
Les protocoles de lipidation de GL1 sur des petits liposomes appliqués à des GUVs
ne permettaient pas un ancrage suﬃsant de la protéine. Nous avons donc été
amenés à développer un nouveau protocole s'appuyant sur un choc osmotique. Il
est conçu pour la formation de GUVs et de protéo-GUVs. Dans un premier temps,
nous expliquerons cette méthode en l'absence de protéine puis dans la partie 4.5,
nous l'expliquerons avec des protéines.
Cette méthode repose sur un choc osmotique appliqué à des petits liposomes déshy-
dratés dans du tampon, en y ajoutant de l'eau. La tension qui s'exerce sur la mem-
brane lors de l'ajout d'eau devient supérieure à la tension de lyse (voir 1.5.1). Alors
les membranes s'ouvrent et se referment en incorporant des membranes voisines
elles aussi ouvertes, la structure ﬁnale devient plus grande. En répétant ce cycle
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plusieurs fois, la taille des structures ﬁnales atteint des dizaines de micromètres.
Un protocole détaillé est donné en annexe E ou dans l'article Motta et al. [83]
donné à la ﬁn de ce manuscrit, ici nous le décrirons rapidement (Fig. 4.3). Des
petits liposomes sont préparés avec une concentration en lipides de 3 mM. Une
lamelle de verre est nettoyée à l'isopropanol, puis séchée avec un jet d'air. Une
goutte de 2 µl de solution de liposomes est déposée sur la lamelle et laissée sécher
à température ambiante sous pression atmosphérique. Cette goutte est ensuite ré-
hydratée avec de l'eau pure, environ 6 µl, pour être laissée sécher à nouveau dans
les mêmes conditions. Elle est réhydratée une dernière fois avec un volume d'eau
plus large, 10 à 20 µl, aﬁn de pouvoir eﬀectuer des observations au microscope.
Plusieurs cycles de déshydrations réhydratations peuvent être nécessaires pour for-
mer de larges structures, en général, deux sont suﬃsants. Les GUVs se forment du
ﬁlm de lipide réhydraté et plus particulièrement dans les zones de fortes concentra-
tions, elles poussent en l'espace de quelques minutes. Il est important de noter que
la température de l'échantillon lors de la réhydratation doit être supérieure à la
plus haute température de transition du lipide présent. Pour des lipides insaturés
la température ambiante est donc suﬃsante, en revanche pour des lipides saturés
il faut maintenir l'échantillon dans un incubateur ou sur des plaques chauﬀantes
(voir 1.2.2).
4.3 Calcul de la tension de lyse
L'étape clef de la méthode du choc osmotique est la réhydratation des petits li-
posomes séchés dans du buﬀer par de l'eau pure. L'osmolarité de la solution de
liposomes à sécher est d'environ 350 mosm, ce qui correspond à une pression osmo-
tique d'environ Posm = 106 Pa à température ambiante (voir 1.5.2). En ajoutant
de l'eau sur des liposomes de 400 nm de diamètre (D), la tension de surface induite





La tension de surface induite dans notre cas est d'environ 0,1 N/m. Elle est donc
largement supérieure à la tension de lyse des membranes estimée à 10-2 N/m [15].
L'hydratation avec de l'eau déclenche donc un choc osmotique qui détruit partiel-
lement la cohésion de la membrane. Les morceaux de membrane se réassemblent
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Figure 4.3: Méthode du choc osmotique. (1) Une goutte de 2 µl de petits
liposomes (3 mM de lipides) dans du buﬀer est déposée sur une lamelle de verre.
(2) La goutte est séchée à température ambiante (ou température supérieure à
la plus haute température de transition du lipide présent) sur une paillasse. (3)
6 µl d'eau sont déposés sur la goutte séchée et déclenche la formation d'agrégats
de petites vésicules. (4) La goutte est séchée une nouvelle fois de la même façon
que précédemment. (5) 10 - 20 µl d'eau sont ajoutés sur la goutte séchée et
en quelques minutes des GUVs poussent. Des GUVs ont été formées pour deux
compositions lipidiques, 99 mol% DOPC, 1 mol% DOPE-ATTO647 (a  k) ou 39
mol% DOPC, 40 mol% DPPC, 20 mol% cholestérol, 1 mol% DOPE-ATTO647
(l  m). Les images sont prises au microscope confocal. Les images a, c, e, g
sont prises en transmission, les autres images sont prises en ﬂuorescence (ATTO
647). Barre d'échelle : 10 µm.
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immédiatement avec des membranes voisines et forment des structures plus larges.
Lorsque les liposomes sont séchés une seconde fois, leur large structure est pré-
servée et lors de la seconde réhydratation les liposomes se forment à partir de
structures plus larges ce qui conduit à des structures encore plus grandes. A la
suite de la première hydratation, l'osmolarité à l'intérieur des liposomes est divi-
sée d'un facteur 2 à 3, dépendant du volume d'hydratation, donc la tension de
surface diminue mais elle reste supérieure à la tension de lyse.
4.4 Paramètres variables de la méthode du choc
osmotique
La méthode du choc osmotique est très ﬂexible dans son utilisation et peut s'appli-
quer dans des conditions diﬀérentes de celles décrites précédemment. Nous avons
donc étudié cette méthode en variant diﬀérents paramètres : la concentration en
sel de la solution de liposomes, sa composition saline ainsi que sa concentration en
lipides dans la solution de liposomes initiale.
4.4.1 Concentration en sel de la solution de liposomes ini-
tiale
La concentration en sel de la solution de liposomes joue un rôle important. D'une
part elle doit être suﬃsamment élevée pour que le choc osmotique ait lieu. En
reprenant le calcul de la tension de surface induite dans la partie 4.3, nous pou-
vons faire le calcul inverse et retrouver l'osmolarité correspondant à la tension de
lyse des membranes estimée à 10-2 N/m, elle est donc d'environ 35 mosm pour des
liposomes de 400 nm de diamètre. Dans le cas d'une solution de liposomes compo-
sée uniquement de NaCl, la concentration doit être supérieure à environ 20 mM.
D'autre part elle doit assurer des conditions physiologiques pour les protéines qui y
seront incorporées (protocole détaillé dans la partie suivante). En ﬁxant la concen-
tration en lipide de la solution de petits liposomes à 10 mM (89 mol% POPC, 10
mol% POPS, 1 mol% DOPE-rhodamine), la méthode du choc osmotique fut testée
pour des concentrations en NaCl suivantes : 1 M, 500 mM et 200 mM. Pour 1 M
de NaCl, aucune GUVs ne poussait, à 500 mM les résultats sont plus variables,
quelques GUVs poussaient mais plus généralement des extensions de membranes
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qui ne se détachaient pas du substrat. Pour 200 mM, les GUVs poussaient de façon
optimale, elles étaient en grand nombre et de grande taille (10 µm  50 µm) (Fig.
4.4).
Figure 4.4: Variation de la concentration en sel de la solution de li-
posomes. Les liposomes sont composés de 89 mol% POPC, 10 mol% POPS,
1 mol% DOPE-rhodamine. La concentration en lipide des petits liposomes est
ﬁxée à 10 mM et la composition de la solution de petits liposome est NaCl.
La concentration en NaCl varie de 1 M à 200 mM. Les images sont prises au
microscope confocal en ﬂuorescence (rhodamine). Barre d'échelle : 10 µm.
4.4.2 Composition saline de la solution de liposomes initiale
La composition de la solution saline des liposomes peut être variée, elle ne doit
cependant pas contenir de substances limitant les eﬀets du choc osmotique, tel
le sucrose, le glucose et le glycérol. Ces dernières forment une ﬁne couche sur les
liposomes ce qui rend le séchage très long et protège les membranes lors de l'hydra-
tation avec l'eau (Fig. 4.5). Les solutions salines testées qui assuraient toujours un
bon fonctionnement furent KCl (140 mM) et NaCl (100 mM) + TrisHCl (50 mM)
pH 7,6 pour une concentration en lipide de 10 mM de la solution de liposomes (89
mol% POPC, 10 mol% POPS, 1 mol% DOPE-rhodamine) (Fig. 4.6).
4.4.3 Concentration en lipides de la solution de liposomes
initiale
La concentration en lipide de la solution initiale de petits liposomes doit être suf-
ﬁsamment élevée pour que, du ﬁlm de lipides séchés, des structures plus larges
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Figure 4.5: Séchage de liposomes préparés dans du sucrose. Des lipo-
somes (99 mol% DOPC, 1 mol% DOPE-rhodamine) ont été préparés dans du
buﬀer NaCl (100 mM), TrisHCl (50 mM) pH 7,6 ou dans du buﬀer NaCl (100
mM), TrisHCl (50 mM) pH 7,6, sucrose (200 mM). Les liposomes séchés préparés
dans du buﬀer avec sucrose correspondent aux images a, b et c. Les liposomes
séchés préparés dans du buﬀer sans sucrose correspondent aux images d, e et f.
Nous constatons que les liposomes séchés dans du sucrose ne sont pas complè-
tement secs comparés aux liposomes préparés dans le buﬀer sucrose qui forment
des cristaux. Les images a et d sont prises avec un appareil photo. Les images
b, c, e, et f sont prises au microscope confocal, les images b et e en transmission
et les images c et d en ﬂuorescence (rhodamine). Barre d'échelle : 10 µm.
Figure 4.6: Variation de la composition de la solution de liposomes. Les
liposomes sont composés de 89 mol% POPC, 10 mol% POPS, 1 mol% DOPE-
rhodamine. La concentration en lipides des liposomes est ﬁxée à 10 mM et la
composition de la solution varie comme indiquée sur les images. Les images sont
prises au microscope confocal en ﬂuorescence (rhodamine). Bar d'échelle : 10
µm.
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puissent pousser. En revanche, une concentration trop élevée en lipide limite l'ap-
parition de grands liposomes, les membranes restant agrégées. La méthode du choc
osmotique fut testée pour quatre concentrations en lipide 10 mM, 3 mM, 1 mM
et 0,3 mM à une composition en sel ﬁxée à 100 mM de NaCl (composition lipi-
dique : 89 mol% POPC, 10 mol% POPS, 1 mol% DOPE-rhodamine) (Fig. 4.7).
Des GUVs poussaient en très grand nombre pour 10 mM et 3 mM de lipides, en
revanche pour 1 mM les résultats étaient plus variables et les GUVs étaient en
général moins nombreuses. Nous supposons qu'à 1 mM la concentration était trop
faible. Enﬁn pour 0,3 mM très peu de GUVs poussaient, le ﬁlm de liposomes sé-
chés était arraché lors de l'hydratation et cela probablement à cause du ﬂux généré
par l'injection de la goutte. Cet eﬀet peut être limité en déposant délicatement
l'eau cependant en dessous d'une certaine concentration en lipide, cela n'est plus
suﬃsant.
Figure 4.7: Variation de la concentration en lipides de la solution de
liposomes. Les liposomes sont composés de 89 mol% POPC, 10 mol% POPS, 1
mol% DOPE-rhodamine. La composition de la solution de liposomes est ﬁxée à
100 mM NaCl, et la concentration en lipides des liposomes varie de 0,3 mM à 10
mM. Les images sont prises au microscope confocal en ﬂuorescence (rhodamine).
Barre d'échelle : 10 µm.
Pour la poursuite du projet avec la protéine GL1, nous avons ﬁxé la concentration
en lipides à 3 mM et la composition du buﬀer à 100 mM NaCl + 50 mM TrisHCl
(pH 7,6) qui correspond au buﬀer dans lequel la protéine est puriﬁée.
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4.5 Formation de protéo-GUVs avec la méthode
du choc osmotique
La méthode du choc osmotique a été présentée précédemment sur des liposomes ne
contenant pas de protéine. Dans cette partie nous montrerons l'eﬃcacité de cette
méthode pour la formation de GUVs GL1-PE et plus généralement de protéo-
GUVs. Ensuite, une quantiﬁcation de la protéine sur la membrane sera réalisée
ainsi qu'un test montrant la conservation de la structure tridimensionnelle de la
protéine après son incorporation.
4.5.1 La méthode du choc osmotique pour la formation de
protéo-GUVs
La méthode du choc osmotique est identique pour la formation de GUVs ou de
protéo-GUVs. La seule diﬀérence réside dans les liposomes du départ qui doivent
contenir des protéines. Les mêmes cycles d'hydratation déshydratation sont appli-
qués aux protéo-liposomes qui forment alors des protéo-GUVs.
Cette méthode fut appliquée avec succès sur GL1g116, GL1g116c et deux protéines
trans-membranaires t-SNARE et TolC. La t-SNARE fait partie d'un complexe
protéique permettant la fusion des membranes, son domaine trans-membranaire
est composé d'une hélice alpha (Fig. 1.16). La protéine TolC fait partie d'un hé-
térodimère qui forme une pompe à eux chez la bactérie Escherichia coli. Elle
est elle-même un homotrimère qui forme un tonneau inséré dans la membrane
(Fig. 1.16). Les études sur les protéines trans-membranaires ont été menées par
deux personnes de mon laboratoire, je ne détaillerai donc pas leurs résultats. Ce-
pendant, il est important de remarquer que la méthode du choc osmotique est
applicable à des protéines dont les systèmes d'ancrage sont diﬀérents, il n'est donc
pas spéciﬁque à la protéine GL1.
Les protéines GL1g116 et GL1g116c furent incorporées dans des petits liposomes
suivant le protocole décrit dans la partie 3.3.1 et en annexes C et D. Le taux
de lipidation des protéines GL1 peut varier de 100 % à 50 %, nous pouvions
le mesurer sur gel. Une portion de la protéine GL1g116 ou GL1g116c peut donc
rester à l'état soluble dans la solution de liposomes GL1-PE et dans le cas de la
réaction ubiquitine les enzymes sont aussi présentes à l'état soluble. Ces protéines
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ne sont pas retirées avant l'application de la méthode du choc osmotique, donc
la solution de liposomes GL1g116-PE contient aussi 1-5 µM d'Atg3k11w, 1-2 µM
d'Atg7 et jusqu'à 7 µM de protéines GL1g116 solubles et la solution de liposomes
GL1g116c-PE peut contenir jusqu'à 7 µM de protéines GL1g116c solubles. Lors de
la formation des GUVs GL1g116-PE (Fig. 4.8.A) et des GUVs GL1g116c-PE (Fig.
4.8.B) puis de leur observation, ces protéines sont en solution ou bien collées sur
le verre. Les protéines GL1 solubles créent un fond lumineux qui doit être pris en
compte lors de l'analyse du signal ﬂuorescent sur les membranes (annexe F).
Figure 4.8: GUV GL1g116-PE et GUV GL1g116cPE micromanipu-
lées. (A) GL1g116-PE GUV de composition 30 mol% DOPE, 69 mol% DOPC,
1 mol% DOPE-ATTO647. Les photos sont prises au microscope confocal en
ﬂuorescence, la photo de gauche (rouge) correspond au lipide (ATTO647) et
la photo de droite (verte) à GL1g116 (Alexa488). (B) GL1g116c-PE GUV de
composition 2 mol% DOPE-maléimide, 88 mol% DOPC, 10 mol% POPS. La
photo est prise au microscope confocal en ﬂuorescence, elle montre la protéine
GL1g116c (jaune, YFP). Barre d'échelle : 10 µm.
4.5.2 Quantiﬁcation de la protéine GL1 incorporée dans la
membrane des GUVs
La quantité de protéines GL1g116 incorporée dans la membrane des GUVs à la suite
du choc osmotique a été estimée grâce au signal ﬂuorescent du dye Alexa488 lié
à la protéine. N'ayant pu trouver un lipide ﬂuorescent Alexa488 nous permettant
d'établir une échelle de concentration du lipide en fonction de l'intensité du signal
ﬂuorescent, nous avons utilisé un ﬂuorophore intermédiaire [84]. Un rapport de
ﬂuorescence, entre le ﬂuorophore ATTO488 soluble et le dye Alexa488 soluble, a été
déterminé en solution pour des conditions d'excitation et d'observation identiques
(Fig. 4.9.A). Ces mesures ont été eﬀectuées pour diﬀérentes concentration en dye
et le rapport ATTO488/Alexa488 trouvé fut 2 (détail du protocole en annexe N).
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Puis, des GUVs ont été préparées contenant diﬀérentes concentrations molaires
de DOPE-ATTO488. Le signal ﬂuorescent a été mesuré à la membrane comme
décrit en annexe F dans des conditions d'excitation et d'observation identiques à
celles utilisées pour la mesure de la ﬂuorescence des ﬂuorophores en solution, aﬁn
d'établir une échelle de ﬂuorescence du lipide DOPE-ATTO488 en fonction de sa
concentration (Fig. 4.9.B). En considérant le ratio ATTO488/Alexa488 la courbe
de concentration du dye Alexa488 à la membrane en fonction de l'intensité du
signal ﬂuorescent a pu être établie (Fig. 4.9.C). Il faut ensuite prendre en compte
le taux de marquage de GL1g116 de 5 % (Fig. 4.9.D).
Nous trouvons environ 1 protéine GL1g116 pour 500 lipides, ce rapport variant
peu d'une expérience à l'autre. Sachant que lors de la réaction de lipidation, nous
comptons 1 protéine pour 300 lipides, 60 % de la protéine se trouve incorporé dans
les GUVs. La méthode du choc osmotique ne nous permet pas de contrôler les sens
d'incorporation des protéines, nous pouvons donc estimer une répartition équitable
entre le feuillet externe et interne de la membrane des GUVs. La concentration en
GL1g116-PE incorporée dans la paroi extérieure s'élève donc à 1 protéine pour 1000
lipides. Au niveau de l'autophagosome, des mesures montrent une concentration
de la protéine GL1 sur la bicouche de 1 sur 2000 nm² ce qui équivaut à 1 protéine
pour 3000 lipides [85]. Nous travaillons donc avec des concentrations du même
ordre de grandeur.
4.5.3 Fonctionnalité de GL1 ancré sur les GUVs
Lors de la formation des GL1g116-PE GUVs, les protéines sont sujettes à des cycles
de déshydration et réhydratation. Ce traitement pourrait modiﬁer le repliement de
la protéine et donc avoir des conséquences sur sa fonctionnalité. Nous avons donc
soumis les GL1g116-PE GUVs à un test de clivage avec la protéase RavZ prouvant
la conservation de la structure tridimensionnelle de la protéine.
Sur des membranes biologiques ou modèles, GL1g116-PE est un substrat pour la
protéase RavZ, produite par la bactérie Legionella pneumophila [37] (voir 2.1.2), la
protéine est clivée entre le 115ème et le 116ème résidu (Fig. 4.10). Il est important
de noter que ni la protéine GL1g116 seule ni la protéine GL1g116-PE solubilisée
dans du détergent ne sont reconnues par RavZ et clivées, le clivage témoigne donc
d'une bonne incorporation de GL1g116 dans la membrane. De même, si la protéine
GL1g116 perd sa structure tridimensionnelle, elle n'est pas reconnue par RavZ.
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Figure 4.9: Quantiﬁcation de la protéine GL1g116 incorporée dans la
membrane de GUVs avec la méthode du choc osmotique. (A)Graphique
de l'intensité de ﬂuorescence des ﬂuorophores ATTO488 et Alexa488 en solution
pour diﬀérentes concentrations en mM. (B) Graphique de l'intensité de ﬂuo-
rescence des GUVs pour diﬀérents pourcentages molaires de DOPE-ATTO488
incorporés. Les GUVs ont été préparées avec la méthode du choc osmotique et
sont composées de lipides DOPC et de lipides DOPE-ATTO488. (C) Graphique
du pourcentage molaire d'Alexa488 sur les GUVs en fonction de l'intensité de
ﬂuorescence à la membrane. Ce graphique a été construit grâce aux graphiques
(A) et (B). Le point gris indique la position des GUVs GL1g116-PE, statistiques
réalisées sur une vingtaine de GUVs. L'intersection de la droite avec l'axe des x
pour une intensité de ﬂuorescence non nulle signiﬁe que le fond ﬂuorescent est
non nul. Il est dû aux protéines GL1g116 non incorporées, il peut donc varier
d'une expérience à l'autre et doit être remesuré à chaque expérience. (D) Gra-
phique du pourcentage molaire de GL1g116 incorporés dans la membrane des
GUVs en fonction du signal ﬂuorescent d'Alexa488 à la membrane. Le point gris
indique la position des GUVs GL1g116-PE.
De ce fait, l'activité protéolytique de RavZ sur GL1g116 peut être utilisée comme
témoin de la conservation de sa structure tridimensionnelle.
Au préalable à la réaction de clivage, les petits liposomes GL1g116-PE ont été
incubés 20 min à température ambiante, à 41 °C ou bien à 90 °C, aﬁn de tester
l'eﬀet de la température sur le repliement de la protéine. Puis, 10 nM de protéines
RavZ ont été ajoutés et la mixture placée à 37 °C pendant 10 min. Enﬁn, l'an-
crage de GL1g116 dans la membrane a été contrôlé sur gel (Fig. 4.11). Ce test
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Figure 4.10: Site de clivage de la protéase RavZ. Séquence de la protéine
GL1, le site de clivage de la protéine RavZ est indiqué par la ligne pointillée
située entre le 115ème et le 116ème résidu.
de clivage a été réalisé sur deux populations de petits liposomes avec des com-
positions lipidiques diﬀérentes, une première composée de 30 mol% DOPE et 70
mol% DOPC (composition 1), une seconde de 30 mol% DOPE, 10 mol% DOPC,
40 mol% DPPC et 20 mol% cholestérol (composition 2). Le clivage de la protéine
restée à température ambiante est complet, celui de la protéine incubée à 90°C est
inexistant puisque la protéine a perdu sa structure tridimensionnelle et enﬁn celui
de la protéine incubée à 41°C est quasi-total, signiﬁant qu'une faible portion de la
protéine s'est dépliée.
Ensuite, nous avons testé le clivage de la protéine directement sur des GUVs
GL1g116-PE en les incubant avec 10 nM de RavZ à température ambiante pen-
dant 40 min. Lors de leur formation les GUVs GL1g116-PE étaient placées à 41
°C, donc si nous voulons comparer le clivage des protéines sur les GUVs à celui
sur les petits liposomes, il faut prendre pour point de comparaison les liposomes
incubés 20 min à 41 °C. Ce test de clivage a été réalisé sur deux populations de
GUVs avec des compositions identiques à celles utilisées pour les petits liposomes
(composition 1 et 2). Le signal ﬂuorescent de la protéine sur les GUVs s'est trouvé
réduit de 51 ± 12 % dans la population de GUVs de composition 1 et de 63 ± 8
% dans la population de GUVs de composition 2. Puisque, la protéine est répartie
de façon équitable sur les deux côtés de la bicouche, celle sur la paroi interne reste
inaccessible et seules les protéines présentes sur la paroi externe pouvaient être
clivées (Fig. 4.12). En conclusion, toutes les protéines GL1g116-PE accessibles ont
été clivées ce qui signiﬁe que la protéine conserve sa structure tridimensionnelle
après utilisation de la méthode du choc osmotique à 41 °C et cela pour diﬀérentes
compositions lipidiques des bicouches.
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Figure 4.11: Clivage de GL1g116 ancré sur des petits liposomes par la
protéase RavZ. Gel des solutions de liposomes GL1g116-PE pour deux com-
positions lipidiques, composition 1 : 30 mol% DOPE et 70 mol% DOPC, com-
position 2 : 30 mol% DOPE, 10 mol% DOPC, 40 mol% DPPC et 20 mol%
cholestérol. Après la réaction de lipidation les solutions de GL1g116-PE lipo-
somes étaient incubées pendant 20 min à 23 °C (température ambiante), à 41
°C ou à 90 °C. La protéase RavZ était ensuite ajoutée à la solution de liposomes
GL1g116-PE à une concentration de 10 nM, la mixture était ensuite incubée 10
min à 37 °C. La photo du gel est prise en ﬂuorescence (Alexa 488).
L'activité protéolytique de RavZ ne fonctionne pas sur les GUVs GL1g116c-PE
puisque la glycine G116 a été mutée en une cystéine, nous n'avons donc pas pu
tester le repliement de la protéine GL1g116c après l'application du choc osmotique.
Néanmoins étant données les similarités structurelles de GL1g116 et GL1g116c,
nous pouvons supposer que la protéine GL1g116c a conservé sa structure tridi-
mensionnelle.
4.6 Unilamellarité des vésicules formées par la mé-
thode du choc osmotique
Aﬁn de démontrer l'unilamellarité des vésicules géantes formées par la méthode
du choc osmotique, nous avons analysé le signal ﬂuorescent du lipide ATTO647
incorporé dans la membrane selon une méthode développée par Akashi [86]. Cette
analyse a été réalisée sur des GUVs et des GUVs GL1g116PE.
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Figure 4.12: Clivage de GL1g116 ancré sur des GUVs par la protéase
RavZ. Le test de clivage a été eﬀectué sur deux populations de GUVs de compo-
sitions diﬀérentes, composition 1 : 30 mol% DOPE et 70 mol% DOPC, composi-
tion 2 : 30 mol% DOPE, 10 mol% DOPC, 40 mol% DPPC et 20 mol% cholestérol.
Après la formation des GUVs GL1g116-PE avec la méthode du choc osmotique,
10 nM de protéase RavZ était ajouté. La mixture était ensuite incubée 40 min
à température ambiante. (A) Schéma du clivage de GL1g116 incorporé dans
une GUV, les protéines ancrées sur la paroi interne ne sont pas accessibles elles
ne peuvent donc pas être clivées. (B) Images prises au microscope confocal en
ﬂuorescence (Alexa488) de GUVs GL1g116-PE micromanipulées avant et après
l'ajout de RavZ. Barre d'échelle : 10 µm. (C) graphique des intensités de ﬂuo-
rescence d'Alexa488 sur la membrane des GUVs avant et après l'ajout de RavZ,
pour les compositions 1 (à gauche) et 2 (à droite). Les diﬀérences d'intensité de
ﬂuorescence entre les compositions 1 et 2 proviennent d'une diﬀérence de réglage
du microscope lors de l'observation.
Les GUVs et les GUVs GL1g116PE contiennent 1 % de lipide ATTO647 dans
leur membrane. En mesurant l'intensité du signal ﬂuorescent du lipide à la mem-
brane pour un grand nombre de vésicules, 2 à 4 populations peuvent se distinguer
(Fig. 4.13.A), la mesure de l'intensité de ﬂuorescence à la membrane de la GUV
est décrite en annexe F. La distribution de ces intensités présente des pics mul-
tiples du pic le plus faible. Ce dernier étant le signal ﬂuorescent émis par une
bicouche. Les vésicules formées par la méthode du choc osmotique sont à 82 %
unilamellaires et les vésicules GL1g116PE le sont à 68 % (Fig. 4.13.B et C). La
diminution de la proportion de vésicules unilamellaires lorsque celles-ci portent la
protéine GL1g116 n'est pas surprenante. En eﬀet, en solution les petits liposomes
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GL1g116PE s'agrègent rapidement (voir 3.4), puisque GL1g116 entraîne l'adhé-
sion des membranes [72], la présence de la protéine favorise donc les structures
multilamellaires lors de la formation des GUVs GL1g116PE par la méthode du
choc osmotique.
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Figure 4.13: Unilaméllarité des vésicules et GL1g116PE vésicules for-
mées par la méthode du choc osmotique. La composition des GUVs est
30 mol% DOPE, 69 mol% DOPC, 1 mol% DOPE-ATTO647. (A) Les pics d'in-
tensité de ﬂuorescence (ATTO647) à la membrane des GUVs sont des multiples
du pic le plus faible. Ce dernier étant le signal ﬂuorescent émis par une bi-
couche. Les images sont prises au microscope confocal et donnent l'exemple de
vésicules formées d'1, 2, 3 et 4 bicouches. Le graphique montre l'intensité de
ﬂuorescence relevée au niveau de la ligne pointillée blanche. Barre d'échelle : 10
µm. (B) Distribution de ﬂuorescence de vésicules formées par la méthode du
choc osmotique. Quatre populations peuvent se distinguer, 82 % des vésicules
sont unilaméllaires. (C) Distribution de ﬂuorescence de GL1g116PE vésicules
formées par la méthode du choc osmotique. Deux populations se distinguent,
68% des GL1g116PE vésicules sont unilaméllaires.
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Chapitre 5
Répartition et oligomérisation de
GL1 sur des bicouches plates de
diﬀérentes compostions
Lors de sa croissance, l'autophagosome adopte une forme de coupe, il croît donc
de façon asymétrique. L'intervention de machineries protéiques sur la membrane
du PA lors de sa formation s'opère donc très probablement de façon non uni-
forme à sa surface. Notre protéine d'étude GL1 qui rappelons-le est le marqueur
de l'autophagosome et est responsable de l'adhésion des membranes, se répartie
très certainement de façon inégale sur le PA. De plus, le fort potentiel de GL1 à
l'oligomérisation (voir 2.3.3), laisse supposer que des associations de la protéine en
cis joueraient un rôle dans son activité. Dans le but de déterminer des conditions
membranaires qui justiﬁeraient une répartition spéciﬁque ou une oligomérisation
de la protéine, nous nous sommes intéressés aux rafts. Ces derniers sont présents
sur les membranes cellulaires et jouent un rôle biologique notamment dans la répar-
tition des protéines. Nous avons donc reconstitué la protéine GL1 dans des GUVs
avec des microdomaines et nous avons étudié sa répartition et son oligomérisation.
Dans ce chapitre, nous étudierons dans un premier temps la répartition de GL1
sur des GUVs avec des microdomaines en fonction de la chaîne lipidique d'ancrage
de la protéine. Ensuite, nous nous intéresserons à l'oligomérisation de la protéine
en analysant d'abord sa diﬀusion puis en réalisant des expériences de photoblan-
chiment par palier.
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5.1 Répartition de GL1 en fonction de la chaîne
lipidique d'ancrage
5.1.1 Intérêt biologique et exemple des vacuoles chez sac-
charomyces cerevisiae
La présence de domaines lipidiques sur les membranes biologiques a été observée
à plusieurs reprises [10, 87]. Nous savons aujourd'hui qu'ils jouent un rôle dans la
régulation de l'activité protéique [8]. La composition lipidique de l'autophagosome
étant inconnue, nous supposons que de tels domaines peuvent être présents sur sa
membrane, et nous cherchons à en déterminer les conséquences potentielles sur la
répartition de la protéine GL1.
Nous pouvons illustrer le rôle biologique des domaines en détaillant des expériences
menées récemment sur les vacuoles de Saccharomyces cerevisiae [8]. A la suite de
leur croissance, ces cellules ont une phase stationnaire durant laquelle leur vacuole
occupe la plus grande partie de leur volume et mesure de 1 à 5 µm, ce qui fait de la
vacuole un modèle d'étude de choix car il est directement observable au microscope.
Lors de la croissance la cellule, la protéine Vph1 considérée comme le marqueur
de la vacuole est répartie de façon quasi homogène à sa surface à l'exception d'une
zone proche du noyau. Cependant lorsque la cellule rentre en phase stationnaire
des domaines de la taille du micromètre apparaissent à la surface de la vacuole et
la protéine se trouve ségrégée. Les diﬀérentes phases sont rendues visibles car les
cellules observées expriment la protéine Vhp1 avec un marqueur GFP. La même
expérience a été répétée sur douze autres protéines présentes sur la vacuole et elles
se ségrégent dans la même phase que Vhp1, en revanche deux protéines (Gtr2p
et Ivy1p) se ségrégent dans l'autre phase (Fig. 5.1). La composition de chacune
de ces phases n'est pas connue mais l'utilisation du marqueur ﬁlipine qui se lie
aux stérols a révélé que les phases où la protéine Ivy1p se ségrégait était riches en
stérols. Ces microdomaines à la surface de la vacuole de Saccharomyces cerevisiae
entraînent donc une répartition spéciﬁque des protéines.
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Figure 5.1: Ségrégation de protéines sur des domaines présents sur
les vacuoles de Saccharomyces cerevisiae à l'état stationnaire. Cellules
de Saccharomyces cerevisiae exprimant Vhp1-GFP et Ivy1-mCherry à l'état sta-
tionnaire visualisées par microscopie de ﬂuorescence. Bar d'échelle : 5 µm. Ex-
trait de [8].
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5.1.2 Compositions lipidiques des GUVs
Dans le but d'étudier la répartition de la protéine GL1g116 sur des GUVs présen-
tant des microdomaines, nous avons choisi des compositions lipidiques permettant
la formation de domaines à température ambiante. Les compositions lipidiques
choisies sont donc les suivantes 40 mol% de lipides saturés, 39 mol% de lipides
insaturés, 20 mol% de cholestérol et 1 mol% de DOPE-ATTO647, le pourcentage
de lipide PE est ﬁxé à 30 %. Nous avons aussi testé l'inﬂuence de la chaîne lipi-
dique d'ancrage de la protéine sur sa répartition. La protéine GL1g116 a donc été
alternativement ancrée sur des lipides DOPE, DPPE et DMPE. Les compositions
lipidiques sont complétées avec les lipides DOPC et DPPC de façon à conserver
les proportions lipides saturés/lipides insaturés/cholestérol à 2/2/1 (Fig. 5.2).
Figure 5.2: Composition lipidique des GUVs avec des microdomaines.
Dans un premier temps, nous avons testé la formation de GUVs avec ces composi-
tions sans protéine. Lors de la réhydratation des petits liposomes, la température
n'était pas portée à plus de 41 °C aﬁn que la protéine qui serait par la suite ajoutée
ne soit pas dégradée. Néanmoins, les TM de certains lipides dépassaient les 41 °C,
63 °C pour la DPPE et 50 °C DMPE. Il est donc possible que tous les lipides
saturés ne se soient pas bien incorporés dans la membrane des GUVs même si des
microdomaines étaient visibles (Fig. 5.3).
Nous avons mesuré la température de transition de phase de nos GUVs avec des mi-
crodomaines pour une composition lipidique (composition 1), aﬁn de vériﬁer qu'elle
correspondait à celle précédemment trouvée [88]. Pour cela, les GUVs étaient chauf-
fées ou refroidies simultanément à leur observation et lors du changement de phase,
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Figure 5.3: GUVs avec des microdomaines. Ces GUVs ont été formées avec
la méthode du choc osmotique à 41 °C. Leur observation s'est faite à température
ambiante. Les compositions testées sont ; composition 1 : 30 mol% DOPE, 9
mol% DOPC, 40 mol% DPPC, 20 mol% cholestérol et 1 mol% DOPE-ATTO647
(gauche), composition 2 : 30 mol% DPPE, 39 mol% DOPC, 10 mol% DPPC,
20 mol% cholestérol et 1 mol% DOPE-ATTO647 (milieu), composition 3 : 30
mol% DMPE, 39 mol% DOPC, 10 mol% DPPC, 20 mol% cholestérol et 1 mol%
DOPE-ATTO647 (droite). Image confocale en ﬂuorescence (ATTO647). Barre
d'échelle : 10 µm.
la température était relevée. Nous avons trouvé une température de transition de
31 ± 1 °C qui correspond à celle répertoriée dans la littérature (Fig. 5.4).
Figure 5.4: Température de transition de GUVs avec microdomaines.
Des GUVs de composition 1 (30 mol% DOPE) ont été formées par la méthode
du choc osmotique à 41 °C. Puis la température a été diminuée simultanément
à l'observation. Des microdomaines apparaissaient pour une température infé-
rieure à 31 ± 1 °C. Ce phénomène était réversible, les domaines disparaissaient
lorsque la température était reportée au-dessus de 31 °C. Image confocale en
ﬂuorescence (ATTO647). Barre d'échelle : 10 µm.
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5.1.3 Lipidation sur des petits liposomes
Dans un premier temps, la réaction de lipidation de GL1g116 sur des petits li-
posomes de composition 1, 2 et 3 a été vériﬁée sur gel ainsi que le clivage de
la protéine par RavZ. Seule la réaction enzymatique sera utilisée pour ancrer la
protéine GL1 dans la membrane, car elle est la plus représentative du système bio-
logique. La protéine GL1g116 est incorporée avec succès sur toutes les bicouches et
se clive, ce qui atteste un bon repliement de la protéine (Fig. 5.5). Les réactions de
lipidation et de clivage sont identiques à celles décrites précédemment (voir 3.3.1,
4.5.3 et annexes C et G). Cependant, nous notons en général un rendement de la
réaction de lipidation légèrement plus faible lorsque les lipides PE sont saturés.
Ces observations s'expliquent une nouvelle fois par l'ancrage de l'hélice amphiphile
de la protéine Atg3k11w (voir 2.3.5). Lors de la réaction de lipidation qui a lieu
à 37 °C, les lipides DPPE et DMPE ont une structure rigide dans la bicouche ce
qui favorise la compaction de la membrane et limite la formation de défauts (voir
1.2.2). En conséquence la protéine Atg3k11w se lie moins.
Figure 5.5: Lipidation et clivage de GL1g116 sur des petits liposomes.
La réaction de lipidation a été réalisée sur des petits liposomes suivant la mé-
thode décrite en annexes C et G en utilisant la protéine Atg3k11w, pour quatre
compositions lipidiques diﬀérentes ; 30 mol% DOPE 69 mol% DOPC et 1 mol%
DOPE-ATTO647 et les compositions 1, 2 et 3 (Fig. 5.2). La photo du gel est
prise en ﬂuorescence (Alexa488).
5.1.4 Répartition de GL1 sur les GUVs
Des GUVs GL1g116-PE ont été formées à partir des petits liposomes GL1g116-PE
décrits dans la partie précédente en utilisant la méthode du choc osmotique. La
protéine GL1g116 ancrée sur un lipide DOPE est ségrégée dans la phase liquide
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désordonnée (Fig. 5.6). Et si elle est attachée à un lipide saturé DPPE ou DMPE,
elle se localise dans la phase liquide ordonnée et se concentre fortement à la limite
des deux phases ou peut-être dans une troisième phase en formant des agrégats
(Fig. 5.6). Il semblerait donc que la répartition de GL1g116 dans des domaines
lipidiques est conditionnée par la chaîne du lipide PE. Toutefois, les observations
avec les lipides PE saturés ont été diﬃcilement reproductibles. Le plus souvent, la
protéine ne semblait pas présente ou était en quantité trop faible sur la membrane
et n'était pas détectable. Plusieurs raisons permettent d'expliquer ce résultat, la
température de transition de ces lipides saturés est supérieure à 41 °C (DPPE
63 °C et DMPE 50 °C), cependant lors de la réhydratation des petits liposomes
GL1g116-PE , l'échantillon n'était pas chauﬀé à plus de 41 °C aﬁn de préserver la
protéine, en conséquence les lipides saturés s'incorporaient mal dans la membrane.
De plus, puisque d'après nos quelques observations les protéines GL1g116DPPE
et GL1g116DMPE s'agrègent sur la membrane des GUVs, elles s'agrègent très
probablement aussi sur la membrane des petits liposomes et lors de l'application
du choc osmotique les protéines restent piégées dans l'agrégat de liposomes. Les
eﬀets de la température conjugués à ceux de l'agrégation de la protéine sur la
membrane doivent fortement perturber la formation des GUVs GL1g116DPPE et
GL1g116DMPE lors de l'étape de réhydratation de la méthode du choc osmotique.
Malgré les diﬃcultés pour eﬀectuer ces observations, un comportement clair de la
protéine se dégage. La chaîne lipidique du lipide d'ancrage est déterminante dans
la répartition de GL1 à la surface de bicouches présentant des microdomaines. Liée
à des lipides insaturés la protéine se ségrégent dans la phase liquide désordonnée et
accrochée à des lipides saturés, la protéine s'agrège à la limite des phases liquides
ordonnées et désordonnées. Une si forte agrégation de la protéine, si elle a lieu sur
une membrane biologique, joue certainement un rôle dans son activité. Toutefois,
la présence de tels lipides saturés sur l'autophagosome est peu probable, l'analyse
du lipidome par Ejsing (voir 2.2.2) révèle la présence en très faible concentration
d'un seul lipide PE saturé 12 : 0 16 :0 [2]. Un tel comportement n'est cependant
pas à exclure car une faible concentration en lipides saturés PE serait suﬃsante
pour induire une forte concentration de la protéine. Ces expériences montrent donc
l'importance de la composition de la membrane et de la chaîne du lipide d'ancrage
sur la répartition de la protéine GL1g116 à la surface de la bicouche.
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Figure 5.6: Répartition de GL1g116-PE selon la chaîne du lipide d'an-
crage.Des GL1g116-PE GUVs ont été formées par la méthode du choc osmotique
à partir des liposomes décrits dans la partie précédente 5.1.3. Les compositions
lipidiques sont les suivantes ; composition 1 : 30 mol% DOPE, 9 mol% DOPC, 40
mol% DPPC, 20 mol% cholestérol et 1 mol% DOPE-ATTO647 (gauche), com-
position 2 : 30 mol% DPPE, 39 mol% DOPC, 10 mol% DPPC, 20 mol% choles-
térol et 1 mol% DOPE-ATTO647 (milieu), composition 3 : 30 mol% DMPE, 39
mol% DOPC, 10 mol% DPPC, 20 mol% cholestérol et 1 mol% DOPE-ATTO647
(droite). Image confocale en ﬂuorescence du lipid (gris, ATTO647) et de GL1g116
(vert, Alexa488). Barre d'échelle : 10 µm.
5.2 Diﬀusion de GL1-PE sur la membrane
Dans la partie précédente nous avons vu que les protéines GL1g116-PE s'agré-
geaient si le lipide PE était saturé ou se partitionnait dans la phase liquide désor-
donnée si le lipide était insaturé. Même si la protéine GL1g116-DOPE ne s'agré-
geait pas de façon dramatique, il est possible qu'elle s'associe en oligomères et
se structure. Dans cette partie, nous avons donc cherché à déterminer si la pro-
téine interagissait en cis et cela pour deux compositions de membrane diﬀérentes.
Une composition permettait la formation de microdomaines et l'autre non. Pour
étudier l'oligomérisation de GL1, nous avons dans un premier temps analysé sa
dynamique sur la membrane.
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5.2.1 Le coeﬃcient de diﬀusion : un indicateur de l'état
d'oligomérisation
La membrane est ﬂuide comme nous l'avons vu dans la partie 1.2.2, les lipides
diﬀusent donc dans la membrane tout comme la plupart des molécules qui y sont
incorporées. La mesure du coeﬃcient de diﬀusion d'objets insérés dans la mem-
brane peut se faire via des mesures de recouvrement de ﬂuorescence après photo-
blanchiment (FRAP) dont nous détaillerons le principe dans la partie suivante.
L'étude de la diﬀusion d'objets de diﬀérentes tailles incorporés dans la membrane
a révélé que leur vitesse de diﬀusion dépendait essentiellement de la taille de leur
partie hydrophobe insérée dans la bicouche [89]. Gambin a synthétisé des peptides
(L12) pouvant être considérées comme un modèle des hélices α insérées dans une
membrane. Puis des streptavidines solubles ont été liées à la tête des peptides (S-
L12), cette molécule supplémentaire reste donc à l'extérieure de la bicouche. Pour
certaines concentrations en peptides (L12) et en streptavidine, les strepatvidines
s'associent et forment des dimères stables (S-2L12). Les mesures des coeﬃcients de
diﬀusion des molécules L12, S-L12 et S-2L12 ont donné une valeur identique pour
les peptides L12 et S-L12 et une valeur plus faible pour S-2L12 (Fig. 5.7). Ces résul-
tats montrent que le coeﬃcient de diﬀusion d'un objet inséré dans la membrane
ne dépend que de la taille de sa partie hydrophobe. Ensuite les coeﬃcients de
diﬀusion de trois protéines, deux β-barrel, OmpA et OprM, et la protéine BR ont
été mesurés aﬁn de déterminer une dépendance de la diﬀusion avec le rayon R de
la partie trans-membranaire (Fig. 5.7).
Les mesures eﬀectuées sur les protéines montrent une variation du coeﬃcient de
diﬀusion en 1/R. Le rayon du peptide L12 (5,5 A) est comparable à celui d'un lipide,
le coeﬃcient de diﬀusion d'un lipide dans une membrane est donc d'environ 4,8
± 0,2 µm2/s. Cette valeur est conﬁrmée par d'autres études, elle peut cependant
varier avec la composition lipidique de la bicouche et notamment si la bicouche se
structure en phase liquide ordonnée ou gel.
Dans le but d'observer la diﬀusion des lipides dans des phases de diﬀérentes compo-
sitions et structures, des GUVs avec des microdomaines ont été formées avec deux
lipides ﬂuorescents DHPE-TexasRed et DHPE-OregonGreen. Le DHPE-TexasRed
se ségrégait dans la phase liquide désordonnée et le DHPE-OregonGreen dans la
phase liquide ordonnée (Fig. 5.8.A). Nous ne savons pas pourquoi ces deux lipides
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Figure 5.7: Diﬀusion de protéines insérées dans une membrane. Schéma
des protéines insérées dans la membrane. Graphique des coeﬃcients de diﬀusion
de chaque protéine normalisés sur celui de L12, D0 = 4,8 ± 0,2 µm2/s, en fonc-
tion du rayon R de leur partie trans-membranaire. Tableau des rayons R de
chaque protéine et des coeﬃcients de diﬀusion correspondant mesurés exprimés
en multiple de D0. [89].
ﬂuorescents se partitionnent dans des phases diﬀérentes alors que les lipides sur les-
quels ils sont ﬁxés sont les mêmes, malgré cette zone d'ombre nous pensons que ces
lipides peuvent être représentatifs de la dynamique des lipides dans leur phase. En
photoblanchissant les ﬂuorophores du DHPE-TexasRed et du DHPE-OregonGreen
sur un disque de 7 µm de diamètre, puis en observant le recouvrement de ﬂuo-
rescence dû à la diﬀusion des lipides, nous avons pu observer un recouvrement
beaucoup plus lent du DHPE-OregonGreen par rapport au DHPE-TexasRed (Fig.
5.8.B). Ces observations s'expliquent par la diﬀérence de composition de chaque
phase, la phase ordonnée étant riche en lipides saturés et cholestérol est donc
beaucoup plus compact et visqueuse que la phase liquide désordonnée (voir 1.2.3).
Chapitre 5. Répartition et oligomérisation de GL1 109
Figure 5.8: Diﬀusion de lipides dans une phase liquide désordonnée
et une phase liquide ordonnée. Les GUVs ont été formées par la méthode
du choc osmotique à 41 °C puis observées à température ambiante et microma-
nipulées, leur composition est la suivante : 30 mol% DOPE, 8,4 mol% DOPC,
40 mol% DPPC, 20 mol% cholestérol, 0,8 mol% DHPE-TexasRed et 0,8 mol%
DHPE-OregonGreen. (A) Le DHPE-TexasRed (rouge) se ségrége dans la phase
liquide désordonnée et le DHPE-OregonGreen (vert) dans la phase liquide or-
donnée. Image confocal en ﬂuorescence. Bar d'échelle : 10 µm. (B) Graphiques
montrant le recouvrement de ﬂuorescence d'une zone (disque de 7 µm de dia-
mètre) photoblanchie.
La protéine GL1 est une protéine périphérique. Son coeﬃcient de diﬀusion sur une
membrane devrait donc être proche de celui d'un lipide, si elle est monomérique.
Si la protéine s'associe en oligomères, nous devrions alors observer une diminution
de la valeur de son coeﬃcient de diﬀusion. Il est important de rappeler que les
ﬂuorophores liés à la protéine GL1 : Alexa488 et YFP dont la taille est supérieure à
celle de la protéine (30 KDa) n'inﬂuencent pas la diﬀusion de la protéine puisqu'ils
sont à l'extérieur de la bicouche.
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5.2.2 Mesure du coeﬃcient de diﬀusion par la méthode du
FRAP
Le coeﬃcient de diﬀusion d'une molécule ﬂuorescente incorporée dans une mem-
brane peut se mesurer par des expériences de recouvrement de ﬂuorescence après
photo blanchiment (FRAP). Cette méthode consiste à photoblanchir le ﬂuoro-
phore des molécules étudiées sur une aire donnée puis à analyser le recouvrement
de ﬂuorescence sur cette même aire, dû à la diﬀusion de l'objet dans la bicouche
(annexe I). Dans le cadre de nos expériences, nous avons réalisé nos mesures de
FRAP sur des GUVs micromanipulées (Fig. 5.9.A) pour les maintenir immobiles
(annexe H). La mise au point était faite sur un des pôles de la GUV aﬁn de pho-
toblanchir une surface (Fig. 5.9.B). Le signal ﬂuorescent de la molécule étudiée,
lipide ou protéine, est photoblanchi sur un disque puis l'intensité du signal ﬂuo-
rescent était enregistrée sur ce même disque au cours du temps (Fig. 5.9.C). La
courbe de recouvrement permet d'établir un temps caractéristique (τ) déﬁnit en
fonction du plateau et de la pente à l'origine de la courbe de recouvrement. τ peut
s'écrire en fonction du diamètre du disque de membrane photoblanchi (d) et du





Les expériences de FRAP furent réalisées sur des aires de diamètre d comprise
entre 7 et 15 µm aﬁn d'établir une courbe des τ en fonction de d2. Le coeﬃcient
directeur nous permet de calculer une valeur du coeﬃcient de diﬀusion avec plus
de précision.
5.2.3 Résultat et analyse
Les protéines GL1g116 et GL1g116c ont été communément utilisées pour étudier
l'activité de la protéine GL1. Dans le but de montrer, un comportement diﬀu-
sif commun et une association potentielle en oligomères identiques, nous avons
réalisé des expériences de FRAP sur GL1g116 et GL1g116c. Dans ces premières
expériences, les GUVs ont une phase liquide et les lipides sont tous insaturés. La
composition des GL1g116PE GUVs est 30 mol% DOPE, 69 mol% DOPC et 1
mol% DOPE-ATTO647 et la composition des GL1g116cPE GUVs est 2 mol%
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Figure 5.9: Mesure du coeﬃcient de diﬀusion par la méthode du
FRAP. (A) A gauche un schéma d'une GUV maintenue en position statique
par aspiration avec une micropipette. A droite, photo d'une GUV en ﬂuorescence
(ATTO647) et en transmission aspirée par une micropipette. Image confocale,
bar d'échelle : 10 µm. (B) Schéma d'une GUV indiquant la zone photoblanchie
au pôle. (C) Image du pôle d'une GUV photoblanchie sur un disque de 10 µm
de diamètre, au cours du temps. Graphique du recouvrement de ﬂuorescence
du lipide ATTO647 sur un disque de membrane de 10 µm de diamètre. Image
confocale en ﬂuorescence (ATTO647), barre d'échelle 10 µm.
DOPE-maléimide, 10 mol% POPS et 88 mol% DOPC. Les coeﬃcients de dif-
fusion mesurés sont les suivants 4.4 ± 0.1 µm²/sec pour GL1g116 et 4.4 ± 0.2
µm²/sec pour GL1g116c (Fig. 5.10.A). En parallèle, les coeﬃcients de diﬀusion de
deux lipides ﬂuorescents ont été mesurés, 7.5 ± 0.2 µm²/sec pour le DOPE-NBD
incorporé dans des GUVs de composition 89 mol% DOPC, 10 mol% DOPS, 1
mol% DOPE-NBD, et 6.3 ± 0.5 µm²/sec pour le DOPE-ATTO647 incorporé dans
des GUVs de composition 30 mol% DOPE, 69 mol% DOPC et 1 mol% DOPE-
ATTO647 (Fig. 5.10.A). Les coeﬃcients de diﬀusion de GL1g116 et GL1g116c sont
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similaires, elles ont donc un comportement diﬀusif commun. Leur coeﬃcient de dif-
fusion comparé à celui des lipides est légèrement plus faible ce qui suggère un état
monomérique ou faiblement oligomérisé de la protéine ancrée sur la membrane.
Les deux protéines ayant un comportement diﬀusif similaire nous nous bornerons
dans la suite de notre étude à l'utilisation de GL1g116 qui se rapproche le plus du
système in vivo.
La cinétique de diﬀusion de GL1g116 a ensuite été mesurée sur des GUVs présen-
tant deux phases liquides (30 mol% DOPE, 9 mol% DOPC, 40 mol% DPPC, 20
mol% cholestérol et 1 mol% DOPE-ATTO647). Les protéines étant ancrées sur
des lipides DOPE, elles étaient donc ségrégées dans la phase liquide désordonnée.
En conséquence, la zone choisie pour photoblanchire la protéine ou le lipide de-
vait se situer dans cette phase, ce qui représentait une diﬃculté car les domaines
étaient mobiles. Les coeﬃcients de diﬀusion mesurés sont 4.6 ± 0.5 µm²/sec pour
GL1g116 et 3.7 ± 0.1 µm²/sec pour le lipide ﬂuorescent (Fig. 5.10.B). Le coeﬃcient
de diﬀusion de la protéine est quasiment identique à celui trouvé précédemment
sur les membranes avec une phase liquide alors que celui du lipide à diminué. Cela
peut s'expliquer par une sorte d'oligomérisation des lipides dans la phase liquide
désordonnée mais nous ne pouvons pas l'aﬃrmer. La diﬀusion de la protéine et
du lipide ﬂuorescent sont comparables ce qui conﬁrme un état monomérique ou
faiblement oligomérisé de la protéine.
L'analyse des coeﬃcients de diﬀusion des protéines GL1g116 et GL1g116c suggère
un comportement monomérique ou faiblement oligomérisé des protéines et cela
indépendamment des deux compositions membranaires testées (Fig. 5.10.C). Ces
résultats conﬁrment des observations faites sur des GUVs Atg8-PE qui montrent un
recouvrement de ﬂuorescence similaire de la protéine et des lipides à l'issue d'une
expérience de FRAP [70]. Aﬁn de déceler la présence ou non de petits oligomères
de protéines GL1g116-PE, nous allons eﬀectuer une expérience supplémentaire de
photoblanchiment par palier que nous expliquerons dans la prochaine partie.
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Figure 5.10: Coeﬃcients de diﬀusion de GL1g116 et GL1g116c. (A)
Graphique des coeﬃcients taux de recouvrement en fonction du diamètre
au carré de l'aire de membrane photoblanchie pour la DOPE-NBD, DOPE-
ATTO647, GL1g116 et GL1g116c sur des membranes sans microdomaines. Les
coeﬃcients de diﬀusion correspondant sont écrits à la droite du graphique. (B)
Graphique des coeﬃcients taux de recouvrement en fonction du diamètre au
carré de l'aire de membrane photoblanchie pour la DOPE-ATTO647 et GL1g116
sur des membranes avec des microdomaines. Les coeﬃcients de diﬀusion corres-
pondant sont écrits à la droite du graphique. (C) Récapitulatif de l'ensemble
des coeﬃcients de diﬀusion mesurés.
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5.3 GL1 est monomérique ou faiblement oligomé-
risé sur la membrane
5.3.1 Technique photoblanchiment par palier
La technique de photoblanchiment par palier permet de déterminer avec précision
le nombre de molécules ﬂuorescentes dans un ensemble. L'observation d'un ﬂuoro-
phore conduit à un moment donné à son photoblanchiment et la probabilité que
deux ﬂuorophores photoblanchissent en même temps est faible. En conséquence,
la courbe de photoblanchiment d'un ensemble de ﬂuorophores au cours du temps
s'eﬀectue par palier. Et en décomptant le nombre de paliers, on peut retrouver le
nombre de molécules ﬂuorescentes présentes dans l'ensemble observé.
L'observation de la courbe de photoblanchiment d'un oligomère de protéines GL1g116-
PE ancré dans une membrane nous permettra de déﬁnir l'état d'oligomérisation
de la protéine. Cette expérience a été menée sur des GL1g116-PE liposomes ayant
la composition suivante : 30 mol% DOPE et 70 mol% DOPC, nous n'avons pas
répété l'expérience pour la composition lipidique donnant des domaines sur les
membranes (30 mol% DOPE, 9 mol% DOPC, 40 mol% DPPC, 20 mol% cholesté-
rol et 1 mol% DOPE-ATTO647) puisque les mesures de FRAP montrent un état
légèrement oligomérisé de la protéine similaire pour ces deux compositions. Deux
problèmes se posent dans la réalisation de cette expérience, le premier est d'isoler
les oligomères les uns par rapport aux autres et le second est le taux de labélisation
faible de la protéine qui biaise nos mesures en limitant la visibilité des multimères.
Aﬁn d'isoler les oligomères de GL1g116, nous avons tout d'abord réhydraté un ﬁlm
de lipides DOPC avec une solution contenant des petits liposomes GL1g116-PE,
aﬁn d'atteindre un rapport ﬁnal GL1/lipides de 1/109. Nous supposons que les
GL1g116 associés en oligomères forment des liens suﬃsamment forts pour résister
au choc du mixage et maintenir leurs associations après dilution sur une plus
grande surface de membrane. Le but recherché par cette dilution est de ne pas
avoir plus d'un oligomère par liposome. Puis les liposomes GL1g116-PE sont dilués
dans du buﬀer et répandus sur une lamelle de verre où ils éclatent et forment
une bicouche (Fig. 5.11). Cette dernière étape doit permettre de visualiser chaque
oligomère par des points ﬂuorescents distincts les uns des autres par observation
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au microscope TIRF. Le détail des concentrations et des facteurs de dilution sont
donnés en annexe J.
Figure 5.11: Photoblanchiment par paliers. Schéma de la technique du
photoblanchiment par paliers. Un ﬁlm de lipide séché est réhydraté avec une
solution de GL1g116-PE liposomes diluée. Après mixage, chaque liposome ne
doit pas contenir plus d'un oligomère de de protéine GL1g116. Les GL1g116-
PE liposomes sont ensuite répandus sur une lamelle de verre sur laquelle ils
s'éclatent. Les oligomères doivent être spatialement suﬃsamment écartés pour
que nous puissions les distinguer comme des points ﬂuorescent.
5.3.2 Mesures et analyses
L'analyse de l'extinction des protéines GL1g116-PE ﬂuorescentes, nous indique
que dans 87 % des cas la particule observée contient un ﬂuorophore, le reste en
comptant deux (Fig. 5.12) (le détail des analyses est donné en annexe J). Sachant
qu'environ 1 protéine sur 20 est marquée, il faut prendre en compte les probabilités
que les protéines ﬂuorescentes observées soient associées avec une ou des protéines
non marquées. Nous avons alors calculé les probabilités associées à l'observation
d'un N-mère si celui-ci contenait n protéines marquées (avec n compris entre 1 et
N). Ces résultats variaient beaucoup avec le taux de marquage que nous n'avions
pas pu déterminer précisément, nous ne pouvions donc pas déﬁnir avec précision
l'état d'oligomérisation de GL1. Toutefois, nous pouvons présumer de ces résultats
un état faiblement oligomérisé de la protéine
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Figure 5.12: Analyse des expériences de photoblanchiment par pa-
lier réalisées sur la protéine GL1g116. Les graphiques du haut donnent
les exemples d'un oligomère photoblanchi contenant un ﬂuorophore (gauche) et
d'un oligomère photoblanchi contenant 2 ﬂuorophores (droite). Le graphique du
bas indique le pourcentage d'oligomères contenant un (87 %) et deux ﬂuoro-
phores (13 %), nous n'avons pas trouvé d'oligomères contenant plus de deux
ﬂuorophores.
Les expériences de photoblanchiment par palier et de FRAP ont montré un état
monomérique ou faiblement oligomérisé de la protéine GL1 ancrée sur une mem-
brane. La persistance de ce comportement dans diﬀérentes approches expérimen-
tales et pour diﬀérentes compositions lipidiques des bicouches atteste qu'il est
bien une propriété intrinsèque à la protéine GL1. Ces résultats semblent conﬁr-
merl'existence d'interactions en cis de la protéine qui était à ce jour fortement
soupçonnée de par l'existence d'une potentielle conformation dite ouverte de la
protéine [66] (voir 2.3.3) et l'observation d'association de protéines sur des petits
liposomes (Fig. 5.13) [72].
Cette étude tend à montrer que sur l'autophagosome en formation, GL1 diﬀuse
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Figure 5.13: Multimérisation d'Atg8. Des liposomes Atg8-PE ont été in-
cubés avec de la DSS (un crosslinker lysine-lysine) aﬁn de révéler la présence
d'oligomère d'Atg8 en réalisant ensuite un gel. Une bande très marquée est vi-
sible au niveau de 14 KDa, à cet endroit la protéine est monomérique. Une autre
bande plus légère est visible vers 24 KDa, il s'agit d'homodimères d'Atg8-PE.
D'autres bandes sont visibles plus haut qui correspondent à des n-mères d'Atg8-
PE. Cette expérience montre que la protéine s'oligomérise néanmoins nous ne
savons pas si ces associations ont lieu en cis ou en trans. Extrait de [72].
en monomères et petits oligomères sur des régions de membrane faiblement cour-
bées qui se compare le mieux à la courbure d'une GUV. Nous excluons les bords
très courbés du PA car la courbure pourrait intervenir dans la distribution et la
diﬀusion de la protéine, ce point sera développé dans le chapitre 7 [73, 90].
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Chapitre 6
Association homotypique de GL1 en
trans et absence de fusion
membranaire
Dans le chapitre précédent nous avons étudié les interactions en cis de la protéine
GL1 sur des membranes de faible courbure. A présent nous allons étudier les inter-
actions en trans de la protéine. Une étape clef de la formation de l'autophagosome
est la fermeture du PA. Or dans des organismes n'exprimant pas la protéine GL1,
le nombre de PAs ouverts augmente (voir 2.3.2). La protéine GL1 intervient donc
peut-être dans la fermeture du pore de l'autophagosome en permettant l'adhésion
puis la fusion de ses bords. Comme nous l'avons vu précédemment (voir 3.4), le
rôle de GL1 dans l'adhésion des membranes est avéré cependant nous ignorons
encore la nature de cette adhésion, si elle est due à une interaction homotypique
GL1-GL1 ou bien lipide protéine. Nous nous proposons donc par une expérience
de micromanipulation de GUVs, de déterminer la nature de cette interaction en
trans. Puis au travers de cette même expérience, nous étudierons l'éventualité que
GL1 induise la fusion membranaire.
Dans ce chapitre, nous présenterons d'abord le dispositif expérimental puis nous
quantiﬁerons le recrutement de la protéine GL1 dans la zone de contact de deux
GUVs aﬁn de déterminer la nature de l'interaction en trans de la protéine. Enﬁn,
nous étudierons la fusion membranaire.
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6.1 Dispositif expérimental
La micromanipulation de deux GUVs de composition contrôlée en protéines suivie
de leur mise en contact forcée, nous permettra de déﬁnir la nature de l'interaction
en trans de la protéine GL1. La composition lipidique des membranes correspond
à celle décrite dans la partie V et présente une phase liquide unique : 69 mol%
DOPC, 30 mol% DOPE et 1 mol% DOPE-ATTO647 ou DOPE-Rhodamine. Ces
expériences seront réalisées uniquement sur la protéine GUVs GL1g116, car elle est
plus proche du système in vivo que GL1g116c. Et aussi en raison du marqueur lié
au N-terminal de la protéine qui pourrait perturber les mesures sur l'interaction
en trans, nous avons supposé que la molécule Alexa 488 qui est petite perturberait
moins les mesures que l'YFP de masse molaire 30 KDa.
Des GUVs GL1g116-PE contenant 1 mol% de DOPE-Rhodamine et des GUVs
GL1g116-PE contenant 1 mol% de DOPE-ATTO647 ont été préparées par la mé-
thode du choc osmotique simultanément sur la même lamelle de verre (Fig. 6.1).
Les gouttes de liposomes GL1g116-PE étaient déposées à environ 0,5 cm d'écarte-
ment. Elles étaient ensuite réhydratées dans des gouttes indépendantes aﬁn qu'il
n'y ait pas d'échanges de lipides. Puis à la suite de la dernière réhydratation, du
buﬀer dont l'osmolarité correspondait à celui des gouttes de GUVs GL1g116-PE,
était ajouté délicatement aﬁn que les deux gouttes fusionnent. Deux micropipettes
étaient ensuite utilisées, l'une pour aspirer une GUV GL1g116-PE avec de la rho-
damine l'autre pour aspirer une GUV GL1g116-PE avec de l'ATTO647. Les deux
GUVs étaient mises ensuite en contact pour une durée de 1 à 10 minutes.
En parallèle, une expérience quasi identique était réalisée, une GUV GL1g116-PE
avec de l'ATTO647 était mise en contact avec une GUV sans protéine contenant
de la rhodamine. Une interaction en trans de GL1 donnerait lieu un enrichissement
de la protéine dans la zone de contact et donc à une augmentation de son signal
ﬂuorescent. A la suite du contact, les GUVs sont séparées et un tube de membrane
se forme de façon occasionnelle ainsi qu'un patch de protéines à l'extrémité du
tube. Les analyses du signal ﬂuorescent dans la zone de contact des GUVs et de
la formation de patchs de protéines seront données dans la partie suivante. La
formation du tube sera discutée dans le prochain chapitre.
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Figure 6.1: Schéma de la préparation des expériences sur les inter-
actions en trans. Des gouttes de solution de petits liposomes de composition
diﬀérente sont déposées sur une lamelle de verre. La méthode du choc osmotique
est appliquée sur chacune de ces gouttes sans les mélanger. A la suite de la der-
nière hydratation, du buﬀer dont l'osmolarité correspond à celui des GUVs est
ajouté délicatement pour faire fusionner les deux gouttes.
6.2 Quantiﬁcation de l'association en trans de deux
protéines GL1
6.2.1 Enrichissement de GL1 dans la zone de contact
La quantiﬁcation de l'enrichissement de GL1g116 dans la zone de contact entre
deux GUVs a été eﬀectuée en mesurant les signaux ﬂuorescents de la protéine et
des lipides dans la zone de contact et à l'extérieur de la zone de contact. Dans la
zone de contact, l'intensité du signal ﬂuorescent de la protéine GL1g116, IzcGL1, a
été mesurée en relevant le pic d'intensité le long d'une droite qui coupe la zone
de contact, il en sera de même pour tous les signaux membranaires mesurés (Fig.
6.2). Sur les deux GUVs mises en contact, l'une sera nommée GUV1 et l'autre
GUV2, l'intensité des signaux ﬂuorescents des lipides dans la zone de contact sera
donc désignée par les termes Izclip1 et Izclip2. Les signaux ﬂuorescents des lipides
et des protéines sont aussi relevés sur la membrane des GUVs au voisinage de la
zone de contact. Ceux des protéines sont annotés Iguv1GL1 et Iguv2GL1, si GL1g116
est présente sur les deux GUVs, sinon Iguv1GL1 est le seul signal mesurable. Les
signaux des lipides seront notés Iguv1lip1 et Iguv2lip2. Aﬁn de limiter l'eﬀet de la
polarisation du laser, nous avons choisi des zones spatialement proches à l'inté-
rieur et à l'extérieur de la zone de contact pour mesurer les intensités du signal
ﬂuorescent. La mesure des intensités des signaux membranaires doit aussi prendre
en compte le fond ﬂuorescent propre à chaque GUV. Nous l'avons mesurée en re-
levant l'intensité moyenne le long d'une droite tracée à l'intérieur des GUVs. Dans
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le cas de la protéine il sera noté If1GL1 et If2GL1, et pour les lipides If1lip1 et If2lip2
(Fig. 6.2).
Figure 6.2: Schéma de deux GUVs mises en contact par micromanipu-
lation. Les intensités de ﬂuorescence sont mesurées le long des lignes pointillées.
La ligne (1) coupe la zone de contact entre les deux GUVs et permet de mesu-
rer IzcGL1, Izclip1 et Izclip2. Les lignes (2) et (3) mesurent Iguv1GL1, Iguv1lip1,
Iguv2GL1 et Iguv2lip2. Les lignes (4) et (5) permettent de mesurer l'intensité de
ﬂuorescence du fond dans les GUVs pour la protéine et le lipide If1GL1, If1lip1,
If2GL1 et If2lip2.
Nous allons commencer par calculer l'enrichissement lors de mise en contact d'une
GUV GL1g116-PE avec une GUV sans protéine (Fig. 6.3). S'il n'y a aucun enri-
chissement alors l'intensité du signal ﬂuorescent de GL1g116 divisée par l'intensité
du signal ﬂuorescent du lipide dans la zone de contact doit être égale à l'intensité
du signal ﬂuorescent de GL1g116 divisée par l'intensité du signal ﬂuorescent du




IGUV 1GL1 − IF1GL1
IGUV 1lip1 − IF1lip1
(6.1)
La GUV sans la protéine était marquée avec le lipide ﬂuorescent DOPE-rhodamine,
or le signal émis par la rhodamine était visible dans la fenêtre d'observation de
l'Alexa488, marqueur de la protéine, nous nommerons ce signal Iguv2GL1*. Nous
avons donc retiré ce signal du signal de GL1g116 dans la zone de contact, tout
en prenant en compte la variation du signal du lipide ce qui ajoute un facteur
multiplicatif :
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IzcGL1 − IF1GL1 −
(IGUV 2GL1∗ − IF2GL1)(Izclip2 − IF2lip2)
IGUV 2lip2 − IF2lip2
Izclip1 − IF1lip1
=
IGUV 1GL1 − IF1GL1
IGUV 1lip1 − IF1lip1
(6.2)
Le rapport de l'expression de gauche sur l'expression de droite doit donc être égal
à 1 s'il n'y a pas d'enrichissement. Mais si la protéine s'enrichit dans la zone de
contact alors ce rapport doit être supérieur à 1. Le calcul ﬁnal du recrutement doit
aussi prendre en compte l'ancrage de la protéine sur les deux parois de la GUVs,
puisque les protéines sur la paroi interne n'interviennent pas le recrutement dans
le feuillet externe est donc deux fois le recrutement observé. Le recrutement calculé
sur une statistique de huit expériences et reporté en pourcentage est -16 ± 26 %
(Fig. 6.4). Il n'y a donc pas d'enrichissement signiﬁcatif de GL1g116 dans la zone
de contact entre deux GUVs si la protéine n'est présente que sur une GUV. Il
semblerait donc qu'il n'y ait pas d'interaction en trans protéine lipide.
A présent, calculons l'enrichissement lors de mise en contact de deux GUVs GL1g116-




IGUV 1GL1 − IF1GL1





IGUV 2GL1 − IF2GL1
IGUV 2lip2 − IF2lip2
(6.4)
En sommant ces expressions nous obtenons :
IzcGL1− IF1GL1 + IzcGL2− IF2GL1 =
IGUV 1GL1 − IF1GL1
IGUV 1lip1 − IF1lip1
(Izclip1− IF1lip1)+
IGUV 2GL1 − IF2GL1
IGUV 2lip2 − IF2lip2
(Izclip2− IF2lip2)
(6.5)
Le rapport de l'expression de gauche sur l'expression de droite nous indique un
enrichissement de la protéine dans la zone de contact si sa valeur est supérieure à
1. Des statistiques réalisées sur neuf expériences ont montré un enrichissement de
la protéine dans la zone de contact de 80 ± 41 %, ce qui indiquerait une interaction
homotypique de la protéine GL1g116 (Fig. 6.4).
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Figure 6.3: Interaction en trans de la protéine GL1. (A) GUVs micro-
manipulées et mises en contact. Les photos sont prises en ﬂuorescence lipide
DOPE-ATTO647 (rouge), lipide DOPE-rhodamine (violet) et GL1 (Alexa 488,
vert). Les photos du haut montrent la mise en contact de deux GUVs GL1g116-
PE et les photos du bas d'une GUV GL1g116-PE mise en contact avec une GUV
sans protéine. Image confocale, barre d'échelle : 10 µm. (B) Photos agrandies
des zones 1 et 2 indiquées par un carré blanc pointillé sur les photos (A). Les
graphiques montrent les intensités de ﬂuorescence le long des lignes pointillées
dans la zone de contact (gauche) et à l'extérieur de la zone de contact (GUV)
(droite) dans le cas de ﬁgure de deux GUVs GL1g116-PE mises en contact (haut)
et dans le cas d'une GUV GL1g116-PE mise en contact avec une GUV sans pro-
téine (bas). Les intensités de ﬂuorescence de GL1g116 correspondent aux courbes
vertes, celles de la DOPE-rhodamine aux courbes violettes et celles de la DOPE-
ATTO647 aux courbes rouges.
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Figure 6.4: Graphiques du pourcentage de recrutement. Entre deux
GUVs GL1g116-PE mises en contact (GL1-GL1), statistique sur neuf expériences
et pour une GUV GL1g116-PE mise en contact avec une GUV sans protéine
(GL1-lipide), statistique sur huit expériences.
L'enrichissement de la protéine Atg8 dans la zone de contact de deux petits li-
posomes a été estimé par Nakatogawa à environ 300 %, l'expérience est décrite
dans la partie 3.4 (Fig. 3.9) [72]. Des expériences menées sur des GUVs Atg8-
PE montrent un enrichissement de la protéine dans la zone de contact de deux
GUVs de 50 à 100 % [73]. Nos résultats sur le calcul de l'enrichissement de la pro-
téine GL1 dans la zone de contact de deux GUVs conﬁrment donc ceux de Knorr.
L'enrichissement plus élevé trouvé sur des petits liposomes est peut-être dû à la
diﬀérence d'approche expérimentale et au très faible marquage de la protéine Atg8
aux particules d'or.
L'observation de l'absence de recrutement dans la zone de contact d'une GUV
GL1-PE avec une GUV sans protéine, a prouvé une interaction homotypique de
la protéine en trans. L'adhésion des membranes due à la protéine GL1 a donc lieu
grâce à une association protéine  protéine. Lors de l'expansion du PA, le recru-
tement de membranes isolées est donc peut-être dû à une reconnaissance homoty-
pique de la protéine présente sur les membranes. De même lors de sa fermeture,
le pore du PA pourrait adhérer au niveau de ses bords par une reconnaissance
protéine  protéine.
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6.2.2 Analyse du patch de protéines GL1g116-PE
Lors de la séparation des GUVs après leur mise en contact, un tube se formait
occasionnellement et le plus souvent quand deux GL1g116PE GUVs étaient en
présence. Une analyse détaillée de ces observations sera donnée dans le chapitre
suivant. Ici, nous nous intéressons à l'accumulation persistante de GL1g116PE
après la séparation des GUVs dans un patch situé à l'extrémité du tube (Fig.
6.5.A et B). Ce patch de protéines est observable dans 80 % des cas après contact
de deux GL1g116PE GUVs et jamais après contact d'une GUV GL1g116PE avec
une GUV sans protéine (Fig. 6.5.C). Ils sont très probablement constitués des
protéines GL1g116PE accumulées dans la zone de contact lors de l'apposition des
GUVs GL1g116PE. Les complexes de protéines formés en trans sont donc stables
et maintiennent leurs associations malgré la séparation des GUVs. Ils sont alors
forcés de se concentrer dans la zone de contact entre le tube et la GUV.
6.3 Absence de fusion membranaire
L'activité fusogénique des protéines Atg8/LC3 a été principalement étudiée sur
des petits liposomes à travers des tests de fusion. Les résultats sont variables selon
la composition des membranes et la protéine homologue impliquée, voir la partie
3.4. En eﬀet, la fusion, l'hémifusion et l'absence de fusion des membranes ont
été observées lorsque celles-ci portaient une des protéines de la famille Atg8/LC3
[72, 74, 75]. Nous avons donc cherché à déterminer par une approche expérimentale
diﬀérente si la protéine GL1 causait l'hémifusion ou la fusion des membranes.
L'approche expérimentale employée est identique à celle utilisée pour les expé-
riences sur les interactions en trans de la protéine. Deux GUVs GL1g116-PE étaient
micromanipulées et mises en contact pour un temps variant de 1 à 10 minutes.
Leur composition était identique aux précédentes 30 mol% DOPE, 69 mol% DOPC
et 1 mol% DOPE-rhodamine ou DOPE-ATTO647. Les GUVs GL1g116-PE mises
en contact contenaient un lipide ﬂuorescent diﬀérent et si un pore s'ouvrait par
hémifusion ou fusion des membranes au niveau de la zone de contact alors nous
devions observer une diﬀusion des lipides ﬂuorescents d'une GUV à l'autre. Tou-
tefois, nous n'avons jamais observé d'échange de lipides d'une GUV à l'autre, il
n'y aurait donc n'y hémifusion ni fusion des membranes dues à la protéine GL1.
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Figure 6.5: Analyse du patch de protéines GL1g116-PE. (A) Les GUVs
sont micromanipulées aﬁn d'être mises en contact puis séparées. Les photos sont
prises en ﬂuorescence lipide DOPE-ATTO647 (rouge), lipide DOPE-rhodamine
(violet) et GL1 (Alexa 488, vert). Les photos de gauche montrent deux GUVs
GL1g116-PE séparées après leur mise en contact et les photos de droite montrent
une GUV GL1g116-PE et une GUV sans protéine après leur séparation. Un patch
de protéines GL1g116-PE est visible à l'extrémité du tube formé entre les deux
GUVs GL1g116-PE. Image confocale, barre d'échelle : 10 µm. (B) Photos agran-
dies des zones 1 et 2 indiquées par un cercle blanc pointillé sur les photos (A).
Les graphiques montrent les intensités de ﬂuorescence le long des lignes poin-
tillées. Les intensités de ﬂuorescence de (C) correspondent aux courbes vertes et
celles de la DOPE-rhodamine aux courbes violettes. (C) Graphiques des pour-
centages de patchs de protéines formées après séparation des GUVs, entre deux
GUVs GL1g116-PE (GL1-GL1) et entre une GUV GL1g116-PE et une GUV sans
protéine (GL1-lipide).
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Néanmoins, le temps de diﬀusion des lipides ainsi que la taille d'ouverture du pore
entre les GUVs peuvent constituer un facteur limitant à l'observation d'un échange
de lipides. En eﬀet, il est raisonnable de penser que l'ouverture d'un pore de très
faible diamètre agirait comme un goulot d'étranglement et donc qu'un échange
de lipide entre les GUVs aurait lieu lentement. De la même façon, une diﬀusion
lente des lipides sur la membrane ralentit l'échange de lipides entre les GUVs. Il est
donc possible que nos conditions d'expériences ne nous aient pas permis d'observer
l'hémifusion ou la fusion des membranes si le pore ouvert était trop petit et notre
temps d'observation trop court. En réutilisant un modèle de diﬀusion développé
par Rubin et al. [91] et repris par Heuvingh, nous avons estimé le temps nécessaire
à l'observation d'un échange de lipides ﬂuorescents visible entre deux GUVs en
fonction du temps d'observation et pour diﬀérentes tailles de pores ouverts.
Le modèle de Rubin modélise deux GUVs ayant hémifusionné ou fusionné par deux
sphères tronquées collées l'une à l'autre (Fig. 6.6). Le rayon (R) des deux sphères
est considéré identique et la taille du pore ouvert est caractérisée par l'angle θ0
formé par l'axe de la cacahouète avec le bord du pore.
Figure 6.6: Schéma du modèle de Rubin.
Un rapport de ﬂuorescence (R(t)) a été établi entre deux points symétriques sur
les deux GUVs en fonction du temps, le détail des calculs se trouvent dans la thèse
de Julien Heuvingh (Fig. 6.7). En considérant qu'au temps t0, tous les lipides
ﬂuorescents sont sur une GUV alors le rapport R(t0) est nul. Dans le cas le plus
lent, l'hémifusion, lorsque la concentration en lipides ﬂuorescents s'équilibre sur les
deux GUVs alors le rapport de ﬂuorescence tend vers 1/3. L'évolution du rapport
de ﬂuorescence dépend de la taille d'ouverture du pore et du coeﬃcient de diﬀusion
des lipides. Sur le graphique en ﬁgure (Fig. 6.7), le coeﬃcient de diﬀusion a été
ﬁxé à 3,2 µm2/s, et l'angle θ0 à pi/2, 3pi/4, 11pi/12 et 99pi/100, ils correspondent à
des ouvertures de rayon 10, 7.1, 2.6 et 0.33 µm.
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Figure 6.7: courbes d'évolution théorique du rapport de ﬂuorescence
en fonction du temps. Pour un couple de vésicules de 10 µm de rayon se
rejoignant à des angles θ0= pi/2, 3pi/4, 11pi/12 et 99pi/100. Extrait de la thèse
de Julien Heuvingh
Les GUVs GL1g116PE sont maintenues en contact au moins 5 minutes. Donc,
d'après le graphique du rapport de ﬂuorescence en fonction du temps, pour des
pores ouverts d'une taille supérieure à 99pi/100, nous devrions observé un rapport
de ﬂuorescence supérieur à 0,2 et détectable au microscope. De plus sachant que
le coeﬃcient de diﬀusion de nos protéines, 4.4 ± 0.1 µm2/s, est supérieur à celui
utilisé dans ce modèle alors l'évolution de notre rapport de ﬂuorescence devrait
être encore plus rapide. En conclusion, au travers de nos expériences de micro-
manipulation, nous n'observons ni hémifusion ni fusion des membranes due à la
protéine GL1.
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Eﬀet du module de courbure et de
la courbure de la membrane sur la
répartition de GL1
Lors de l'étude de l'interaction en trans de la protéine GL1g116PE, nous avons
observé une répartition inégale dans l'origine du tube tiré entre une GUV sans
protéine et une GUV GL1g116PE. Le tube était extrait le plus souvent de la
GUV GL1g116PE. Puisque, nous savons que la force nécessaire à l'extraction
d'un tube est proportionnelle au module de courbure de la membrane, nous avons
orienté nos recherches sur cette caractéristique physique d'une bicouche. Nous
avons mesuré le module de courbure de la membrane d'une GUV avec et sans la
protéine ancrée en employant la méthode décrite dans la partie 1.5.5. Puis nous
nous sommes intéressés à l'eﬀet de la courbure de la membrane sur la répartition de
la protéine GL1. Nous avons achevé notre étude en proposant un modèle prévoyant
le recrutement de la protéine en fonction de la taille du tube et donc de la courbure
de la membrane.
Dans ce chapitre, nous présenterons d'abord une analyse des expériences réalisées
sur l'interaction en trans des protéines. Ensuite, les mesures du module de courbure
des membranes des GUVs avec et sans la protéine ancrée seront détaillées. Puis,
nous étudierons l'enrichissement de la protéine GL1 dans le tube de membrane.
Enﬁn un modèle prévoyant le recrutement de la protéine dans le tube selon son
rayon sera proposé.
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7.1 Analyse de l'origine des tubes tirés dans le
cadre de l'expérience sur les interactions en
trans de GL1
Lors des mesures sur l'interaction en trans des protéines GL1g116PE, deux GUVs
étaient micromanipulées, aﬁn d'être mises en contact puis séparées. Quand les
deux GUVs en présence portaient la protéine GL1, un tube se formait lors de la
séparation dans 88 % des cas (statistique réalisée sur 25 adhésions), alors que si
la protéine n'était présente que sur une GUV, un tube se formait dans 37 % des
cas (statistique réalisée sur 19 adhésions) (Fig. 7.1.A). Enﬁn si la protéine n'était
présente sur aucune des GUVs, aucun tube ne se formait (statistique réalisée sur 8
adhésions) (Fig. 7.1.A). La présence du tube elle-même n'est pas indicative d'une
interaction en trans de GL1g116. En eﬀet, nous savons qu'il existe une adhésion
naturelle des membranes entre elles, et la présence de la protéine GL1 peut faciliter
la déformation de la membrane et donc indirectement permettre la formation du
tube.
Une analyse plus ﬁne des tubes formés entre une GUV GL1g116-PE et une GUV
sans protéine nous a permis de conforter cette hypothèse. En eﬀet, dans 71 % des
cas, le tube est tiré de la GUV GL1g116-PE (statistique réalisée sur 7 tubes) (Fig.
7.1.B). Cette répartition inégale dans l'origine du tube suggère fortement que la
présence de GL1g116 sur la membrane facilite sa déformation. Nous allons donc
dans la partie suivante mesurer le module de courbure de la membrane d'une GUV
avec et sans protéine.
7.2 Extraction d'un tube de membrane d'une GUV
et mesure de son rayon
Une GUV contenant des lipides DSPE-biotine (0,5 mol%) est micromanipulée
simultanément à une bille marquée à la streptavidine. Un contact de quelques
secondes entre la GUV et la bille suﬃt à lier la streptavidine et la biotine. Puis
en écartant la GUV de la bille, un tube de membrane de faible rayon se forme au
niveau du contact (Fig. 7.2). Un protocole détaillé est fourni en annexe K.
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Figure 7.1: Formation d'un tube après la séparation de deux GUVs
mises en contact. (A) Lors des expériences sur l'interaction en trans de la
protéine GL1, les GUVs mises en contact étaient ensuite séparées. Un tube se
formait entre les deux GUVS dans 88 % des cas lorsque la protéine était présente
sur chaque membrane (GL1-GL1), statistique réalisées sur 25 adhésions, dans
37 % des cas si la protéine était ancrée sur seulement une membrane (GL1-
lipide), statistique réalisée sur 19 adhésions, et jamais si la protéine n'était sur
aucune membrane (lipide-lipide), statistique réalisée sur 8 adhésions. (B) Les
tubes formés entre une GUV GL1g116-PE et une GUV sans protéine est extrait
dans 71 % des cas de la GUV GL1g116-PE (GUV GL1-PE) et dans 29 % des
cas de la GUV sans protéine (GUV), statistique réalisée sur 7 tubes.
Figure 7.2: Schéma d'un tube de membrane extrait d'une GUV.
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Aﬁn de calculer le rayon du tube (Rt), la bille ou la GUV sont déplacées de façon
à changer la longueur du tube (Lt). Puisque, la surface de la GUV est constante,
la longueur de la langue (Ll) projetée dans la micropipette varie simultanément
linéairement (Fig. 7.3). En connaissance de cette variation, du rayon de la vésicule







Figure 7.3: Longueur de la langue projetée dans la micropipette en
fonction de la longueur du tube de membrane. La bille et la GUV sont
d'abord écartées (points gris foncés) puis rapprochées (points gris claires). L'en-
semble de ces points se ﬁttent par une droite dont le coeﬃcient directeur permet
le calcul de Rt.
Le rayon du tube de membrane peut être modulé en variant la pression d'aspi-
ration. Une augmentation de la pression permettait d'obtenir des tubes de rayon
plus faible.
7.3 Mesure du module de courbure d'une mem-
brane avec et sans GL1g116 ancré
Le module de courbure (k) de la membrane d'une GUV et d'une GUV GL1g116-PE
a été mesuré selon la méthode développée dans la partie 1.5.5 Nous rappelons ici
que le module de courbure est lié au rayon du tube (Rt) extrait et à la tension de
la membrane (τ) par la relation suivante :
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k = 2R2t τ (7.2)
Et la tension de la membrane s'écrit en fonction du rayon interne de la micropipette










La composition lipidique des GUVs est 30 mol% DOPE, 69 mol% DOPC et 1
mol% DOPE-ATTO647. Le module de courbure de la membrane d'une GUV sans
protéine est 2,7. 10-19 ± 3,8.10-20 J, statistique réalisée sur dix GUVs (Fig. 7.4).
Et le module de courbure de la membrane d'une GUV GL1g116-PE est 1,6. 10-19
± 1,7.10-20 J, statistique réalisée sur trois GUVs (Fig. 7.4).
Figure 7.4:Module de courbure de la membrane d'une GUV. Le module
de courbure de la membrane a été mesuré sur des GUVs GL1g116-PE (statistique
sur trois GUVs GL1g116-PE) et sur des GUVs sans protéines (statistique sur dix
GUVs GL1g116-PE).
Ces mesures conﬁrment nos hypothèses, l'ancrage de la protéine GL1 dans la
membrane facilite la déformation de la membrane en abaissant son module de
courbure. La présence de la protéine modiﬁe donc une caractéristique physique de
la bicouche. Il est encore diﬃcile d'imaginer quel peut être exactement le rôle d'une
telle propriété de la protéine sur la membrane du PA, en revanche nous avons fait
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la supposition que cela aﬀectait la distribution de la protéine sur la bicouche, nous
développerons ce point dans la partie 7.5.
7.4 Recrutement de GL1 dans les zones les plus
courbées de la membrane
La lipidation de la protéine GL1 nécessite une forte courbure de la membrane
comme nous l'avons vu dans la partie 2.3.5. Nous nous sommes alors demandés si
la courbure de la membrane continuait à jouer un rôle sur la protéine GL1 ancrée
en aﬀectant sa répartition dans l'hypothèse où le substrat présentait diﬀérentes
courbures. En utilisant les expériences d'extraction de tube en micromanipulant
des GUVs, nous pouvions obtenir une membrane avec deux régions de courbure
signiﬁcativement diﬀérentes et observer la répartition de la protéine sur cette mem-
brane.
Les GUVs GL1g116-PE utilisées avaient une composition lipidique identique à celle
utilisée dans la partie précédente : 30 mol% DOPE, 69 mol% DOPC et 1 mol%
DOPE-ATTO647. Les tubes de membrane extraits de ces GUVs avaient un rayon
compris entre 15 nm et 37 nm, la mesure de leur rayon a été réalisée comme décrit
dans la partie 7.2. Les GUVs mesuraient en moyenne 10 µm de rayon, la courbure
de la membrane au niveau de la GUV était donc très faible comparée à la courbure
de la membrane au niveau du tube.
A la suite de l'extraction du tube de membrane, nous attendions 10 min de façon à
atteindre l'équilibre dans la répartition des protéines GL1. Puis, nous avons com-
paré l'intensité des signaux ﬂuorescents de la protéine sur la membrane au niveau
du tube et de la GUVs. Pour cela, l'intensité du signal ﬂuorescent de GL1g116-PE
sur le tube (ItubeGL1) et du lipide ATTO647 (Itubelip) était mesurée en plusieurs
endroits du tube en relevant le pic d'intensité le long de droites coupant le tube
(Fig. 7.5.A). Puis, les signaux ﬂuorescents de la protéine (IguvGL1) et du lipide
(Iguvlip) étaient relevés sur la membrane de la GUV de la même façon (Fig. 7.5.A).
Le signal ﬂuorescent des lipides permettait de normaliser le signal ﬂuorescent des
protéines puisque la répartition des lipides sur la membrane n'était pas aﬀectée par
la courbure [92]. Les fonds ﬂuorescents de la protéine (IfondGL1) et du lipide (Ifondlip)
étaient aussi mesurés au voisinage de la GUV et du tube en relevant l'intensité
de ﬂuorescence moyenne le long d'une droite tracée au voisinage de la membrane
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mais ne la coupant pas (Fig. 7.5.A). Le fond ﬂuorescent était ensuite retranché aux
signaux ﬂuorescents relevés sur les membranes. Un enrichissement potentiel de la
protéine sur le tube ou la GUV a été quantiﬁé en calculant le rapport suivant :
(I tubeGL1 − IfondGL1 )(IGUVlip − Ifondlip )
(I tubelip − Ifondlip )(IGUVGL1 − IfondGL1 )
(7.4)
Les rapports obtenus sont systématiquement supérieurs à 1, il y a donc un recrute-
ment de la protéine dans le tube (Fig. 7.5.B). Ces rapports calculés sur l'ensemble
de nos données (11 tubes), ont été convertis en pourcentage puis nous avons pris
en compte l'ancrage de la protéine sur les deux parois de la GUV en ajoutant un
facteur deux au pourcentage de recrutement observé. Toutefois, nous ne savons
pas si la protéine recrutée est ancrée sur la paroi interne ou externe de la GUV.
Une étude menée sur Atg8 montre un enrichissement de la protéine sur des mem-
branes de courbures positives élevées, cette protéine étant quasiment identique à
GL1 nous pouvons présumer un comportement similaire [73]. En conclusion, les
protéines recrutées dans le tube étaient très probablement celles ancrées sur la
paroi externe de la GUV.
En observant la distribution du pourcentage de recrutement en fonction du rayon
du tube, aucune tendance ne se dégage (Fig. 7.6). Cependant, nous supposons
qu'il existe un rayon de tube au-delà duquel la protéine ne se ségrége pas car la
courbure correspondante ne serait plus suﬃsamment élevée. Les rayons de tubes
que nous avons explorés ne sont donc peut-être pas suﬃsamment larges pour ob-
server une absence de recrutement. L'étude menée sur la protéine Atg8 montre
un recrutement de la protéine dans un tube d'environ 50 % lorsque la tension de
membrane est de 0,01 mN/m, puis si la tension est élevée à 0,2 mN/m l'enrichisse-
ment augmente à 200 % [73]. Nous avons calculé les rayons de tubes correspondant
en utilisant la valeur du module de courbure mesurée précédemment. Dans le cas
d'une tension de 0,01 mN/m, le rayon du tube formé est d'environ 90 nm, pour
une tension de 0,2 mN/m, le rayon du tube est d'environ 20 nm. Le plus large tube
que nous ayons obtenu mesure 37 nm de rayon, ce qui est largement inférieur à 90
nm. Nous avons donc réalisé une moyenne de nos pourcentages de recrutement sur
l'ensemble de nos tubes et nous obtenons un recrutement moyen de 279 ± 42 %
pour un rayon moyen de tube de 27 ± 3 nm. Nous trouvons donc un pourcentage
de recrutement de GL1 similaire à celui d'Atg8 pour des rayons de courbure du
même ordre de grandeur.
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Figure 7.5: Recrutement de la protéine GL1 sur les membranes de
courbure élevée. (A) Image d'un tube de membrane extrait d'une GUV
prise au microscope confocal en transmission (haut) et en ﬂuorescence, lipide
(ATTO647, rouge) et protéine (Alexa488, vert). L'intensité de ﬂuorescence est
relevée le long des lignes pointillées blanches. Barre d'échelle : 10 µm. (B) Gra-
phiques de l'intensité de ﬂuorescence le long des lignes pointillées blanches tra-
cées sur les images (A), au niveau de la membrane de la GUV (haut) et du tube
(bas). Les courbes vertes correspondent au signal de la protéine et les courbes
rouges au signal des lipides.
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Figure 7.6: Recrutement de la protéine GL1 dans le tube. Graphique
du recrutement en pourcentage de la protéine GL1 dans le tube en fonction du
rayon du tube en nm.
La membrane du PA croît de façon anisotrope et adopte une forme de coupe à un
stade intermédiaire. Les mécanismes permettant d'expliquer une telle morphologie
sont encore peu connus. Nous avons émis l'hypothèse que la protéine GL1 dans
ses interactions avec la membrane pouvait en partie expliquer cette croissance
directionnelle. D'après nos résultats sur le recrutement de la protéine GL1 vers les
membranes de fortes courbures positives et nos observations sur les interactions
homotypiques de GL1 en trans, nous pouvons postuler le modèle suivant. A la
surface de la membrane du PA, la protéine GL1 serait recrutée dans des zones
de courbures élevées qui correspondraient très probablement aux bords ou aux
extrémités du PA naissant. Une concentration plus élevée en protéine entraînerait
une adhésion plus élevée de membranes portant elles-mêmes la protéine GL1 ce
qui conduirait à une croissance dirigée de la membrane (Fig. 7.7).
7.5 Prédiction du recrutement de la protéine selon
la diﬀérence de courbure entre deux régions de
la membrane
Le recrutement de protéines dans des tubes de membranes extraits de vésicules
a déjà été étudié pour d'autres protéines membranaires. Des modèles théoriques
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Figure 7.7: Schéma d'une croissance possible du PA. La protéine GL1
se distribue préférentiellement sur les membranes les plus courbées du PA ce qui
favorise l'adhésion de bout de membrane lipidique à cet endroit.
ont été établis pour modéliser la répartition de la protéine en fonction des carac-
téristiques de la membrane [93]. En nous basant sur ces études précédentes, nous
avons construit un modèle permettant de prévoir la distribution des protéines GL1
sur une membrane possédant deux régions de courbures diﬀérentes. La première
région a une courbure C1 et une surface S1, la seconde a une courbure C2 et une
surface S2. N protéines GL1 peuvent diﬀuser librement d'une région à l'autre, n1
protéines sont dans la région 1 et n2 = N  n1 protéines sont dans la région 2. Nous
pouvons alors déﬁnir une concentration en protéines sur l'ensemble de la surface
ρ0 = N/(S1+S2) et une concentration en protéine sur chaque région ρ1 = n1/S1
et ρ2 = n2/S2. D'après nos mesures eﬀectuées dans la partie 7.3, le module de
courbure K de la membrane varie avec la concentration en protéine à sa surface
ρ. Toutefois, cette expérience ne nous permet pas de savoir si cette variation du
module de courbure apparente est due à un changement du module de courbure
lui-même ou bien à une variation de la courbure spontanée de la membrane. Nous
exprimerons donc dorénavant le module de courbure K comme un Keff dépendant
du module de courbure K et de C0. En supposant une dépendance linéaire du
module de courbure Keff à ρ, nous pouvons l'écrire :
Keff (ρ) = A+ ρK
′
eff (ρ0) (7.5)
Où K'eff (ρ0) est positif si la protéine est défavorable à la courbure et négatif si la
protéine favorise la courbure, ce dernier cas étant celui de GL1. A présent calculons
l'énergie de la membrane en fonction de n1 :
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B dépend de N, Keff (ρ0) et K'eff (ρ0).








































−2(C21 − C22)K ′eff (ρ0)
kBT
S1exp
−2(C21 − C22)K ′eff (ρ0)
kBT + S2
(7.9)
La concentration de protéines dans la région 1 s'écrit donc :
ρ1 =
exp
−2(C21 − C22)K ′eff (ρ0)
kBT
S1exp
−2(C21 − C22)K ′eff (ρ0)
kBT + S2
(7.10)
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−2(C21 − C22)K ′eff (ρ0)
kBT + S2
(7.11)
Nous pouvons alors écrire le rapport entre les deux concentrations, que nous avons




−2(C21 − C22)K ′eff (ρ0)
kBT (7.12)
Enﬁn, nous pouvons tracer ρ1/ρ2 en fonction de C1
2-C22 pour diﬀérentes valeurs
de K'eff (ρ0) (Fig. 7.8).
Figure 7.8: Prévision du recrutement de GL1 dans le tube. Graphique
de ρ1/ρ2 en fonction de C1
2-C22 pour diﬀérents K'eff .
Lors de l'expérience sur le recrutement de GL1 dans le tube de membrane (voir
7.4), le rayon du tube (région 1) est environ 30 nm, la courbure correspondant est
donc C1 ' 30 µm-1 et le rayon de la vésicule (région 2) est d'envion 10 µm, alors
C2 ' 0.1 µm-1. Alors nous avons C12-C22 = 103 µm-2. Dans ces conditions, nous
avions observé un recrutement ρ1/ρ2 ' 3, la valeur correspondante de K'eff (ρ0)
calculée avec la relation 7.12 est -5.10-4 KBT.µm2. Cette valeur est cohérente avec
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celle que nous avons trouvé expérimentalement. Puisque, nous avons mesuré un
Keff de 2,7.10-19 J en l'absence de protéines et un Keff de 1,6.10-19 J en présence
de protéines sur la membrane ce qui correspond à une variation d'environ 28 KBT
pour une concentration en protéine variant de 0 à 1 protéine pour 650 nm2. Nous
pouvons calculer la valeure de K'eff suivante K'eff (ρ0) = -20.10
-3 KBT.µm2. Il est
normal que la valeur mesurée soit plus faible, car lorsque la protéine est ajoutée à
la membrane le module de courbure décroît rapidement au début, mais il ne peut
pas toujours décroître, le module de courbure ne pouvant être négatif.
A présent, vériﬁons que notre modèle fonctionne avec les données expérimentales
obtenues sur la protéine Atg8 par Knorr et al. [73]. Leurs mesures de recrutement
ont été réalisées sur deux tailles de tubes, environ 20 nm et 90 nm de rayon, ce qui
correspond respectivement à une courbure de 50 µm-1 et 10 µm-1, le rayon de la
GUV est similaire au notre donc C2 ' 0.1 µm-1. Pour C1 = 100 µm-1, ils trouvent
aussi un rapport ρ1/ρ2 environ égal à 3, leur K'eff (ρ0) est donc du même ordre de
grandeur que le notre et calculé avec la relation 7.12 nous obtenons K'eff (ρ0) = -
2.10-4 KBT.µm2. Dans le cas où C1 = 10 µm-1, l'équation prédit un rapport ρ1/ρ2 '
1, ce qui signiﬁe une absence de recrutement qui se vériﬁe par leurs observations
expérimentales. En conclusion, notre modèle de prévision de distribution de la
protéine GL1 fonctionne sur nos données et de données obtenues par une autre
équipe.
En utilisant les données connues sur le PA, taille et concentration en protéines à
sa surface, nous pouvons émettre une prédiction sur la répartition de la protéine
sur sa membrane en nous basant sur le modèle développé. Le PA mesure entre
100 et 400 nm lors de sa croissance en forme de coupe, nous pouvons donc estimer
son rayon de courbure principal à 100 nm, donc C2 = 10 µm-1, et le rayon de
courbure de ses bords à environ 10 nm, C1 = 100 µm-1 (voir 2.2.3). Alors, dans
le cas du PA, C12-C22 = 104 µm-2. La concentration en lipide sur la membrane
de l'autophagosome a été évaluée à 1 sur 2000 nm2 [85], nos concentrations sont
du même ordre de grandeur, la valeur du K'eff (ρ0) calculée dans nos expériences
peut donc être réutilisée. En appliquant la formule 7.12, nous obtenons un rapport
ρ1/ρ2 environ égal à 10
4 ce qui signiﬁe que toute la protéine se concentre dans
les zones de fortes courbures comme les bords du PA. Cependant, ces résultats
sont à considérer avec précaution car une faible erreur sur le K'eff (ρ0) entraîne de
grandes variations de ρ1/ρ2 (Fig. 7.9).
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Figure 7.9: Prévision du rapport ρ1/ρ2 en fonction de K'eff(ρ0) pour
C12-C22 = 104.
Ce modèle de répartition de la protéine GL1 est vériﬁé avec nos données et des
données obtenues par une équipe indépendante. Toutefois, ce modèle comporte une
limite, la protéine ne peut s'accumuler indéﬁniment à cause de l'encombrement
stérique des protéines, pour des concentrations ρ0 trop élevé le modèle n'est donc
plus valable. Nos collaborateurs ont réussi à lipider jusqu'à 1 protéine pour 20
lipides sur des petits liposomes. Nos concentrations étant largement plus faibles,
notre modèle peut donc s'appliquer.
Dans ce modèle nous avons supposé que la répartition de GL1 sur une mem-
brane présentant deux zones de courbures diﬀérentes était due à une optimisation
de l'énergie de la membrane via son module de courbure Keff qui varie avec la
concentration en protéines. Keff est lui même dépendant du module de courbure
K et de la courbure spontanée de la membrane C0. D'après nos expériences nous
ne pouvons pas conclure sur les origines de la variation du module de courbure
Keff . Néanmoins nous pouvons supposer que GL1 change le module de courbure
K de la membrane car lors de l'extraction du tube pour la mesure du module de
courbure, GL1 est présente sur les deux côtés de la bicouche, la courbure spontanée
C0 n'intervient donc à priori pas . Toutefois il est possible que les protéines GL1
modiﬁent le C0 lorsque la répartition des protéines est asymétrique sur les deux
feuillets de la bicouche comme sur le tube de membrane.
Conclusion
La morphologie de l'autophagosome évolue lors de sa formation ; d'un agrégat de
membranes isolées à une vésicule à double membrane. L'étude de ces changements
de structure doit prendre en compte les propriétés mécaniques de la membrane et
les protéines qui agissent sur la membrane. Ces deux paramètres sont en général
couplés et s'autorégulent. La protéine GABARAP, étant donné son ancrage per-
manent sur la membrane de l'autophagosome, joue certainement un rôle majeur
lors de la croissance de l'organelle. Cette protéine a déjà fait l'objet d'études qui
ont notamment prouvé sa capacité à faire adhérer les membranes. Néanmoins, à
ce jour, peu de choses sont connues sur les interactions entre GABARAP et la
membrane. Comment la membrane selon ses caractéristiques régule l'activité de
la protéine GABARAP ou bien comment la protéine GABARAP modiﬁe les pro-
priétés mécaniques de la membrane, demeurent des questions largement ouvertes.
En utilisant des membranes modèles et plus spéciﬁquement des GUVs, j'ai cherché
à caractériser précisément diﬀérentes interactions de la protéine GABARAP avec
la membrane.
Une première étape de mon travail de recherche fut de reconstituer la protéine dans
la membrane de GUVs. L'utilisation de protocoles traditionnels ne m'a pas permis
d'obtenir des résultats satisfaisants ce qui m'a conduit à élaborer une nouvelle
méthode pour la formation de GUVs et de protéo-GUVs. Ce protocole, basé sur
un choc osmotique, a permis d'insérer trois protéines dont GABARAP dans la
membrane des GUVs, il n'est donc pas spéciﬁque à ma protéine d'intérêt. Lors
de la mise en place de ce protocole, j'ai été amenée à contrôler l'unilamellarité
des GUVs formées ainsi que la fonctionnalité et le taux d'incorporation de la
protéine GABARAP. A la suite de la méthode du choc osmotique, j'ai obtenu
une concentration de la protéine sur la membrane des GUVs du même ordre de
grandeur que celle sur l'autophagosome en formation.
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Grâce aux GUVs, j'ai étudié la distribution de la protéine à la surface d'une mem-
brane avec des microdomaines, la phase liquide ordonnée mimant les rafts présents
sur les membranes biologiques. Mes observations montrent que la répartition de
la protéine est conditionnée par la chaîne hydrophobe du lipide d'ancrage. Ac-
crochée à un lipide insaturé la protéine GABARAP est ségrégée dans la phase
liquide désordonnée et liée à un lipide saturé elle se ségrége dans la phase liquide
ordonnée et plus spéciﬁquement à la limite des deux phases en formant un agrégat.
La composition lipidique de l'autophagosome est inconnue et donc la présence de
rafts incertaine. En conséquence, je ne sais pas si ces résultats ont une signiﬁcation
biologique. Toutefois ils permettent de montrer l'importance de la chaîne lipidique
d'ancrage dans le comportement de la protéine, surtout dans le cas des lipides
saturés où une très faible concentration suﬃrait à entraîner une forte agrégation
de la protéine au niveau des rafts.
Ensuite, je me suis intéressée aux interactions en cis de la protéine dans la phase
liquide désordonnée. J'ai cherché à déterminer une éventuelle oligomérisation de
GABARAP sur des membranes avec deux phases liquides ou une phase liquide.
Deux stratégies ont été explorées pour cette étude ; l'observation de la dynamique
de la protéine via des mesures de FRAP et des mesures de photoblanchiment par
palier. L'étude de la dynamique de la protéine a révélé un comportement diﬀusif
similaire de GABARAP et des lipides et cela pour les deux compositions mem-
branaires. La protéine est donc monomérique ou faiblement oligomérisée sur la
membrane des GUVs. Une expérience de photoblanchiment par paliers m'a permis
de conﬁrmer ce résultat bien que les données aient été diﬃcilement analysables à
cause du faible taux de marquage de la protéine. Je peux donc présumer de cette
expérience que la protéine GABARAP ancrée sur l'autophagosome est monomé-
rique ou forme des petits oligomères dans les zones où la membrane est faiblement
courbée.
Après avoir étudié l'interaction en cis de la protéine, j'ai cherché à déterminer
la nature de l'interaction en trans de GABARAP. La micromanipulation de deux
GUVs de composition contrôlée en protéines a montré une interaction homotypique
de GABARAP en trans. Ces associations de protéines étaient suﬃsamment stables
pour résister à la séparation des GUVs et former un patch. Je peux donc présumer
que lors de l'élongation de l'autophagosome si l'adhésion des membranes isolées
se fait via la protéine GABARAP alors celle-ci doit être présente sur les deux
membranes.
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Au travers de la même expérience j'ai cherché à déterminer une éventuelle fu-
sion des membranes due à la protéine GABARAP. Lors de la mise en contact de
deux GUVs avec la protéine, aucun échange de lipides ﬂuorescents n'a pu être
observé. En m'appuyant sur un modèle de diﬀusion, j'ai pu estimer que même
l'ouverture d'un pore de faible diamètre aurait dû être visible dans mes conditions
d'observation. En conclusion, la protéine GABARAP ne permet pas la fusion des
membranes dans mes conditions expérimentales. Cette fonction de la protéine fait
toujours débat au sein de la communauté scientiﬁque, la fusion des membranes
semble dépendre fortement de la composition en lipides de la bicouche et de l'ho-
mologue de la protéine GABARAP mis en jeu. Mes observations conﬁrment les
expériences menées par d'autres équipes dans des conditions similaires aux nôtres.
L'étude de l'interaction en trans de GABARAP, m'a amené à réaliser deux expé-
riences portant sur la courbure de la membrane car, lors de la séparation de deux
GUVs dont une seule portait la protéine, un tube se formait le plus souvent du
côté de la GUV avec la protéine. J'ai commencé par mesurer les modules de cour-
bure de la membrane d'une GUV avec et sans protéine ancrée. Cette expérience
a montré une diminution du module de courbure de la membrane lorsque celle-
ci portait la protéine. GABARAP facilite donc la déformation de la membrane.
Ensuite, j'ai analysé la distribution de la protéine sur une membrane présentant
deux courbures une faible et une élevée, en tirant un tube d'une GUV. Un recrute-
ment de la protéine dans le tube d'environ 300 % a pu être mesuré. Ces résultats
laissent supposer une répartition inégale de GABARAP à la surface de l'autopha-
gosome puisque sa membrane présente des régions de courbures diﬀérentes. En
eﬀet, lors de sa formation l'autophagosome adopte une forme de coupe, les bords
sont donc plus courbés que le reste de sa surface. GABARAP y serait donc recruté
et y favoriserait l'adhésion de membranes isolées ce qui entraînerait une croissance
asymétrique de l'autophagosome. Ces études sur la courbure de la membrane ont
été achevées par la proposition d'un modèle permettant de prédire la distribution
de la protéine sur une membrane possédant deux régions de courbures diﬀérentes.
Ce modèle a pu être vériﬁé sur des données expérimentales obtenues par groupe
de recherche indépendant travaillant sur la protéine Atg8.
Mon travail de recherche a permis de caractériser des interactions entre les mem-
branes et la protéine GABARAP. J'ai pu montrer que la membrane au travers de
sa composition et de sa courbure régule l'activité de la protéine et que la protéine
ancrée modiﬁe une propriété mécanique de la membrane, son module de courbure.
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D'un point de vue biologique, ces résultats permettent d'appréhender avec plus
d'exactitude l'activité de GABARAP sur la membrane de l'autophagosome.
Annexe A
Small liposomes preparation
Protocols will be described in English, thus they could be accessible to non French
people.
During my PhD, I used the lipids listed in the ﬁgure A.1. They were all purchased
from Avanti Polar Lipids except the ATTO lipid purchased form ATTO-TEC and
the DHPE-Oregon Green and the DHPE-Texas Red purchased from Life Techno-
logies. Lipids were prepared and stocked in chloroform.
Figure A.1: Lipids used during this project and suppliers.
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The ﬁnal lipid concentration in the liposome solution was usually set at 10 mM.
If a lower lipid concentration was needed, the liposome solution was diluted after
preparation. The volume of the ﬁnal liposome solution was usually between 300
µl and 500 µl.
The lipid compositions were various, we won't detail it here since they were given
in the main text. We chose one composition as an example, the one used in part
4.5.1 (Fig. A.2).
Figure A.2: Lipid mixture. The molecular weight (MW) and the initial
concentration of each lipid (Initial [mg/ml] is indicated. The ﬁnal volume of
the liposome solution (Final V (µl)) was 300 µl and the ﬁnal concentration in
lipids (Final [mM]) 10 mM. The percentage of each lipid in the lipid mixture is
indicated as Final %. The volume of each lipid to mix is noted V (µl).
The lipid mixture was prepared in a glass tube (26.8 µl DOPE + 65.1 µl DOPC +
39.6 µl DOPE-ATTO647) (Fig. A.2) and dried with nitrogen gas for a few minutes
in order to evaporate the chloroform. Subsequently, lipids were dried under vacuum
with a dessicator for 1 hour to remove the remaining chloroform.
The dried lipid ﬁlm was resuspended in buﬀer, to get a 10 mM lipid concentration
(300 µl in this case), by vortexing for 15 minutes. The buﬀer composition was
always 100 mM NaCl and 50 mM Trizma hydrochloride (pH 7.6), except when the
buﬀer composition was tested (4.4.1 and 4.4.2). The temperature during this step
was maintained above the highest transition temperature of the present lipids.
For unsaturated lipids, room temperature was enough. There is no control of the
lamellarity and size of the liposomes at this stage.
The liposome solution was subjected to ﬁve cycles of freezing and thawing using
alternatively liquid nitrogen and warm bath (∼25 °C).
Two methods were used to control the size of liposomes : extrusion to get liposomes
from 100 nm to 400 nm diameter and tip sonication to get liposomes of 50 nm
diameter.
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The extrusion was performed with an extruder, from Avanti Polar Lipids, with
100, 200 or 400 nm pore membranes. The liposomes go through the membranes
21 times.
The tip sonication was done on liposome solutions through 5 cycles of 1 minute
each. In each cycle liposomes were sonicated for 30 secondes and then not sonicated
for the next 30 seconds.

Annexe B
Dye preparation and protein
GL1g116 labelling
The Alexa Fluor488 C5-maleimide dye was purchased from Life Technologies in
powder. During all the preparation the dye should be protected from light by
wrapping tubes and aliquots in aluminium foils.
First, it was dissolved in methanol to reach a 800 µM concentration. Then the
solution was split in 100 µl aliquots and dried with a speed vacuum.
The aliquots were stored at  80 °C.
The GL1g116 protein was labelled with the Alexa Fluor488 C5-maleimide dye
through the amino terminal cysteine.
100 µl of GL1g116 (∼100 µM stock concentration) was mixed with 10 µl TCEP
(6 mM stock concentration). The mixture was incubated for 5 minutes at room
temperature.
One aliquot of dye was resuspended in 10 µl DMSO so the ﬁnal dye concentration
was 8 mM. The whole volume of dissolved dye was added to the protein mixture.
The ﬁnal mixture was protected from the light and slowly shaken at room tempe-
rature for 2 hours or overnight at 4 °C.
Labelled GL1g116 was then dialyzed with cassettes (molecular weight cut oﬀ at
7 KDa), from Life Technologies, in 4 L buﬀer (100 mM NaCl, 50 mM Trizma
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hydrochloride, 1 mM DTT, pH 7.6) overnight at 4°C to remove the excess of free
dye.
Annexe C
Lipidation reaction of GL1g116
The ﬁnal volume of the lipidation reaction was at least 100 µl, because the smallest
volume of the dialysis cassettes used at the end was 100 µl.
The liposomes used for the lipidation reaction should content PE lipids, the dif-
ferent compositions were detailed in the main text. The size of the liposomes was
also given in the main text, when a special size was needed. When nothing was
indicated it means that no speciﬁc size was required and the liposomes preparation
stopped after the freeze fracture cycles, it was the case for liposomes used for the
osmotic shock method.
Mix GL1g116 (5 - 15 µM, ﬁnal concentration) + DTT (1 mM, ﬁnal concentration)
+ liposomes with PE lipids (3 mM, ﬁnal concentration) + Atg3 or Atg3k11w (1-5
µM, ﬁnal concentration) + Atg7 (1-2 µM, ﬁnal concentration) + ATP (1 mM,
ﬁnal concentration) + buﬀer if needed to complete the reaction (100 mM NaCl,
50 mM Trizma hydrochloride, 1 mM DTT, pH 7.6).
The use of Atg3 or Atg3k11w was speciﬁed in the main text.
The mixture was incubated for 90 min at 37 °C. If liposomes were not extruded
or sonicated, they tended to aggregate so the reaction solution was shaken during
the incubation time.
Residual glycerol was removed from the GL1g116-PE liposome mixture by dialysis
with cassettes (molecular weight cut oﬀ at 7 KDa, from Life Technologies) in





Lipidation reaction of GL1g116c
The lipidation reaction volume was at least 100 µl, because the smallest volume
of the dialysis cassettes at the end was 100 µl.
The liposomes were neither sonicated nor extruded.
Mix GL1g116c (5 - 15 µM, ﬁnal concentration) + TCEP (0.2 mM, ﬁnal concen-
tration) + liposomes (2  5 mol% maleimide lipid and 3 mM total lipid ﬁnal
concentration) + buﬀer if needed to complete the reaction (100 mM NaCl, 50 mM
Trizma hydrochloride, 1 mM DTT, pH 7.6).
The mixture was shaken for 60 min at 37 °C.
Residual glycerol was removed from the GL1g116c-PE liposome mixture by dialysis
with cassettes (molecular weight cut oﬀ at 7 KDa, from Life Technologies) in 4 L






Small liposomes, GL1g116PE liposomes or GL1g116cPE liposomes were prepared
following the protocols in appendices C and D. No speciﬁc size of liposomes was
required so their preparations stopped after the freeze fracture cycles.
A glass coverslip was cleaned with isopropanol and a dust free tissue and then
dried with pressurized nitrogen for few seconds.
A 2 µl drop of small liposome or proteo-liposome (∼ 3 mM lipids concentration)
solution was placed on the coverslip and dried at room temperature under atmos-
pheric pressure. The volume of the drop could be larger, the method would work
as well, but the time of drying would be longer.
The dried drop was rehydrated with 6 µl deionized water, and then dried again
under the same conditions. The rehydration volume does not need to be 6 µl
exactly, it should be large enough to cover the previous dried drop.
The lipid ﬁlm is rehydrated once more with a larger deionized water volume of
10-20 µl and observed under the microscope.
GUVs or proteo-GUVs grew instantly from the rehydrated lipid ﬁlms mainly in
the areas with high concentration of lipids. The two sequential drying-rehydration
cycles favor the formation of larger and more uniform GUVs.
During the hydration step the temperature should be above the highest transition






The following protocol was applied to measure ﬂuorescent signals on membranes
in the experiments 4.5.2, 4.5.3, 4.6 and 7.4.
Using the Las Af software or Image J, the ﬂuorescent signal on the membrane
was measured drawing a line across the membrane and measuring the maximum
ﬂuorescent intensity along this line. To take in account the polarization of the laser
that creates variation in the ﬂuorescent signal (Fig. F.1.A), it was measured in four
diﬀerent areas of the GUV (Fig. F.1.B). In the case of the tube the ﬂuorescent
signal was measured in ten diﬀerent positions along the tube.
Figure F.1: Polarization of the ﬂuorescent signal.(A) GUV composed of
99 mol% DOPC and 1 mol% DOPE-ATTO647. (B) The ﬂuorescent signal on
the membrane was measured along the white dashed line. (C) The ﬂuorescent
signal of the background was measured along the white dashed line.Confocal
image in ﬂuorescence (lipids), scale bar : 10 µm.
The background should be withdrawn from the membrane signal. So it was mea-
sured calculating the mean value intensity along a line drawn in areas close to the
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membrane (Fig. F.1.C). A background average was done over four diﬀerent lines
and then subtracted to the membrane intensity average.
In order to have an accurate value of the ﬂuorescent signal on the GUV membrane
in one experiment, the measurement was repeated on several GUVs.
Annexe G
RavZ cleavage
Lipidated GL1g116 is a substrate for the protease RavZ and is cleaved.
GL1g116PE liposomes or GL1g116PE GUVs, produced as described in appendices
C and D, were incubated with RavZ (10 nM ﬁnal concentration) at 37 °C for 10 min
(small GL1g116PE liposomes) or at room temperature for 40 min (GL1g116PE
GUVs).
The cleavage on the small GL1g116PE liposomes was checked on SDS-PAGE gels,
15 µl mixture was loaded into the gel. The band of the cleaved GL1g116 is shifted
back to the position of GL1g116 before lipidation. The cleavage on GL1g116PE
GUVs was veriﬁed by measuring the ﬂuorescent signal of the protein on the mem-
brane, as described in appendix F, before and after the addition of RavZ. The
signal should dicrease by half after RavZ addition because only the protein ancho-





Micromanipulation was used to maneuver independent GUVs and keep them static
in solution.
The micropipettes were made from thin glass tubes. First, a tube was pulled out
with a pipette puller to get a tip at one extremity (Fig. H.1). Then, the tip was
opened using a microforge (Fig. H.1). The internal diameter of the micropipettes
was about 5 µm.
Figure H.1: Micropipette preparation.
Micropipettes were ﬁlled with the solution as the one inside the GUVs.
To prevent adhesion of GUVs on the glass, the pipette was incubated in a solution
of 10 % BSA in pure water prior to use for 15 min.
Micropipettes were then ﬁxed into a micromanipulator in order to control their
positions.
The aspiration to maintain the GUVs was controlled by hydrostatic pressure and






Fluorescent recovering after photobleaching (FRAP) was performed on GUVs to
monitor the diﬀusion coeﬃcient of ﬂuorescent lipid and ﬂuorescent protein on the
membrane.
GUVs were aspirated with a micropipette and maintained in a static position.
The focus was done on one pole of the GUV in order to observe an horizontal
membrane surface.
Fluorescent proteins or lipids were bleached on a disc (7 - 15 µm diameter).
The ﬂuorescent signal over the same area was measured for few minutes after the
bleaching until it remained constant.
The ﬂuorescence recovery curves were then analyzed with Mathematica 10 or
Scilab 5.4 to determine the recovery time (τ), the plateau intensity and the slope
at the origin.
Knowing τ and the diameter of the bleached area (d), we were able to calculate









Step bleaching experiments were used to determine the number of ﬂuorofores per
liposomes.
Small GL1g116PE liposomes were prepared as explained in appendix C. So the
concentration of lipid was ∼3 mM and the concentration of GL1g116 was between
5-15 µM. Most of the protein should be lipidated or the measurement would be
inaccurate. The lipidation eﬃciency was checked on a gel.
A phospholipid mixture (DOPC, 3 mM ﬁnal concentration) was prepared in a
glass tube and dried with nitrogen gas for few minutes to remove the chloroform.
Subsequently, lipids were dried for 1 hour under vacuum in a dessicator to remove
all the chloroform.
The GL1g116PE liposome solution was diluted by 10 000 in the buﬀer 100 mM
NaCl + 50 mM TrisHCl, pH 7.6.
Then the solution of diluted GL1g116PE liposomes was used to resuspend the
dried lipid ﬁlm to 3 mM ﬁnal concentration.
The mixture was shaken for 15 minutes at room temperature. During the mixing
the small GL1g116PE liposomes fused with the small liposomes without proteins
and no more than one oligomer of GL1g116 is supposed to be present on each
liposome.
The new mixture of GL1g116PE liposome solution was spread on a glass (50 µl).
So the liposomes spread on the glass and formed a bilayer where the oligomers are
anchored. Each oligomer could be observed as single ﬂuorescent dot under TIRF
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microscope. The solution of GL1g116PE liposomes could be diluted once more in
the buﬀer (100 mM NaCl, 50 mM TrisHCl, pH 7.6) if the oligomers are not well
separated.
The ﬂuorescent dots were observed for 90 seconds under the TIRF microscope and
a ﬁlm was captured. Then their bleaching were analyzed using a macro on image
J. It was designed to select the ﬂuorescent dots above a certain intensity limit,
then a square was delimited around it and the ﬂuorescent intensity over time was
plotted in this area. Manually, we looked at the graph to count the number of
steps during the bleaching.
Annexe K
Tube extraction
Tubes were pulled from GUVs containing 0.5 mol% DSPE-biotine and using strep-
tavidine coated beads measuring 5 µm diameter from Bangs Labs.
GUVs were grown with the osmotic shock method. The small liposomes were
originally in a buﬀer containing 100 mM NaCl + 50 mM TrisHCl pH 7.6. A 4
µl drop of the small liposome solution was dried and rehydrated in the last step
with 20 µl of water, so the ﬁnal buﬀer concentration was 20 mM NaCl + 10 mM
TrisHCl pH 7.6. The osmolarity of the medium was around 80 mosm.
In order to micromanipulate in a large volume and to get a part of the GUVs
membrane projected inside the micropipette during the suction, 400 µl of buﬀer
25 mM NaCl + 12.5 mM TrisHCl pH 7.6 was added. The osmolarity of this solution
was 100 mosm which is slightly higher than the osmolarity of the buﬀer inside the
GUVs to deﬂate them.
The beads are initially highly concentrated 1 % in the stock solution so a fraction
of the beads solution was diluted by 100. Subsequently, 10 µl of the diluted bead
solution was added to the GUV solution.
Two micropipettes were needed, one to catch a GUV another one to catch a bead.
The aspiration pressure on the GUV was around 20 Pa. The aspiration pressure
should not be too high or the surface tension of the GUV would be to high and
no tube could be pulled. The aspiration pressure on the bead did not need to be
in a speciﬁc range, it only needed to be high enough to catch the bead, so around
20 Pa.
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A contact was made between the GUV and the bead a few seconds. It was enough
for streptavidins and biotins to bind. Then there were moved apart and a tube of
membrane was pulled out from the GUV.
The measurement of the tube radius (Rt) was done by comparing the simultaneous
variation of the length of the GUV projected inside the pipette (Lp) and the tube
length (Lt) (Fig. K.1). Since the area and the volume of the GUVs is conserved







Figure K.1: Schematics of a membrane tube pulled from a GUV.
The GUV radius is noted (Rv) and the radius of the vesicle inside the pipette
corresponds to the inner pipette radius and is noted (Rp). The bead was moved
away from the GUV, so the tube get longer and in the meantime the membrane
inside the pipette smaller (Fig. K.2). Usually, we varied the tube length from 10
µm to 150 µm.
Figure K.2: Simultaneous variation of the length of the GUV projec-
ted inside the pipette and the tube length.
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The tube radius could be controlled by changing the aspiration pressure, the higher





The electroformation protocol was inspired from Angelova et al.[82].
First, a lipid mixture was prepared in a glass tube. The ﬁnal lipid concentration
(Final [mM]) was 1 mM and the ﬁnal volume of the lipid mixture in chloroform
(Final V(µl)) was 500 µl. We choose as an exemple the lipid composition used
in part 4.1.1 : 40 mol% DOPE, 49 mol% POPC, 10 mol% POPS and 1 mol%
DOPE-Rhodamine.
Figure L.1: Lipid composition for the electroformation. The molecular
weight (MW) and the initial concentration of each lipid (Initial [mg/ml]) is
indicated. The ﬁnal volume of the lipid mixture (Final V (µl)) was 500 µl and
the ﬁnal concentration in lipids (Final [mM]) 1 mM. The percentage of each
lipid in the lipid mixture is indicated as Final %. The volume of each lipid to
mix is noted V (µl).
So the lipid mixture was composed of 6 µl DOPE + 7,4 µl POPC + 3,9 µl POPS
+ 6,4 µl DOPE-Rhodamine + 473,3 µl chloroform (Fig. L.1).
ITO plates were washed with water, ethanol and chloroform. Subsequently they
were dried with pressurized nitrogen for few seconds.
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A PDMS chamber, used to separate the ITO plates, was washed with water and
ethanol. The size of the chamber was ∼ 3 cm by 3 cm and the thickness ∼ 2
mm. Two bands of aluminium were stuck to the PDMS, each one on a diﬀerent
side (Fig. L.2). Then, the PDMS chamber was placed on one ITO plate on the
conductive side (Fig. L.2).
Figure L.2: Electroformation set up.
Then ∼ 2 µl drops of lipid mixture were placed on the ITO plate in the PDMS
chamber, around 16 drops. The ITO plate was put under vacuum in a dessicator
for 1 hour to remove the chloroform from the dried lipids.
The second ITO plate was placed on the PDMS chamber in order to seal the cham-
ber. The conductive side of the ITO plate should should be facing the chamber.
The chamber was ﬁlled with a solution of succrose (200 mosm). Then each alumi-
num band was connected to a generator and an alternative current was applied (8
Hz)(Fig. L.2). The tension was increased by step, each step lasted for 6 minutes,
it started at 100 mV then 200 mV, 300 mV, 500 mV, 700 mM, 900 mM and 1.1 V.
The last tension was applied for 1 hour.
GUVs grew from the lipid ﬁlm attached to the ITO plate. In order to detach them
we tapped on the glass. Then the GUV solution was transfered to a plastic tube
and stored at 4 °C.
Annexe M
Supported bilayers fabrication
A lipid mixture was prepared in a glass tube. As an exemple, we choose one
composition from part 4.1.1 : 1.3 µl DOPE-maleimide + 6.5 µl POPC + 2.0 µl
POPS + 240.2 µl chloroform (Fig. M.1).
Figure M.1: Lipid composition of the supported bilayer. The molecular
weight (MW) and the initial concentration of each lipid (Initial [mg/ml]) is
indicated. The ﬁnal volume of the lipid mixture (Final V (µl)) was 250 µl and
the ﬁnal concentration in lipids (Final [mM]) 1 mM. The percentage of each
lipid in the lipid mixture is indicated as Final %. The volume of each lipid to
mix is noted V (µl).
The supported bilayers were prepared with the Langmuir-Blodgett technique in a
petri dish. The medium of the supported bilayer after its fabrication is water. We
wanted to change it to a physiological buﬀer (100 mM NaCl, 50 mM TrisHCl, pH
7.6), so we partially removed the water and replaced it by buﬀer. We repeated this
exchange of solution three times.
The supported bilayer was observed under the confocal microscope in ﬂuorescence
and a z stack was done accross the bilayer.
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TCEP was added to reach a concentration of 1 mM in the supported bilayer
medium then the protein GL1g116c was added (ﬁnal concentration 100 nM). The
supported bilayer was incubated with the protein for 30 minutes at room temepra-
ture. Then another exchange of medium was done to remove the unbound protein
and as before we did it three times. Subsequently, a second observation under
the confocal microscope was realized with the same settings as before. A z stack
was done accross the bilayer and the ﬂuoescent signal of the protein GL1g116c on
the membrane was compared with the fuorescent signal on the membrane before
protein addition.
Annexe N
Quantiﬁcation of the protein
GL1g116 on GUVs membranes
Two dyes, ATTO 488 maleimide (from ATTO-TEC) and Alexa Fluor 488 C5 malei-
mide (Life Technologies), were required to quantify the protein GL1g116 anchored
to GUVs membrane.
All observations in ﬂuorescence under the confocal microscope were done with the
same settings.
The dyes were dissoleved in buﬀer (100 mM NaCl, 50 mM TrisHCl, pH 7.6) at
four diﬀerent concentrations : 16 .10-4 mM, 8 .10-4 mM, 4 .10-4 mM and 1.6 .10-4
mM. A drop of 5 µl of each dye for each concentration was placed on a glass slice
and observed under the confocal microscope in ﬂuorescence. A z stack was done
accross the drop and the glass slice to measure the maximum intensity of the dye
ﬂuorescent signal. As shown in the ﬁgure 4.9, the ﬂuorescent signal of each dye is
linear with the dye concentration and there is a ratio of 2 between the ﬂuorescence
of ATTO488 and Alexa488.
GUVs were prepared with diﬀerent concentrations of DOPE-ATTO488 lipids : 0.2
mol%, 0.1 mol%, 0.05 mol%, the lipid compositions were complete with DOPC.
Subsequently, the ﬂuorescent signal on the membrane was measured as described
in the appendix F to get a scale of ﬂuorescence in function of the ﬂuorescent lipids
concentration.
Knowing the ration of fuoresccence between the two dyes, a scale of Alexa488
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ABSTRACT: Giant unilamellar vesicles (GUVs), composed of a
phospholipid bilayer, are often used as a model system for cell
membranes. However, the study of proteo-membrane interactions in
this system is limited as the incorporation of integral and lipid-anchored
proteins into GUVs remains challenging. Here, we present a simple
generic method to incorporate proteins into GUVs. The basic principle is
to break proteo-liposomes with an osmotic shock. They subsequently
reseal into larger vesicles which, if necessary, can endure the same to
obtain even larger proteo-GUVs. This process does not require speciﬁc
lipids or reagents, works under physiological conditions with high
concentrations of protein, the proteins remains functional after
incorporation. The resulting proteo-GUVs can be micromanipulated.
Moreover, our protocol is valid for a wide range of protein substrates. We
have successfully reconstituted three structurally diﬀerent proteins, two
trans-membrane proteins (TolC and the neuronal t-SNARE), and one lipid-anchored peripheral protein (GABARAP-Like 1
(GL1)). In each case, we veriﬁed that the protein remains active after incorporation and in its correctly folded state. We also
measured their mobility by performing diﬀusion measurements via ﬂuorescence recovery after photobleaching (FRAP)
experiments on micromanipulated single GUVs. The diﬀusion coeﬃcients are in agreement with previous data.
■ INTRODUCTION
The backbone of cellular membranes is made of a lipid bilayer
that hosts and regulates protein machineries transiently or
permanently. Protein activities are aﬀected by the membrane
properties, and the embedded proteins in turn can inﬂuence the
characteristics of the membrane. These cross-interactions play a
huge part in many diﬀerent biological processes. To study these
cross-interactions in vitro, various membrane models were
developed to mimic in vivo systems. Common examples are
supported bilayers, unilamellar vesicles (50 nm−100 μm), and
nanodiscs (reviewed in ref 1). Giant unilamellar vesicles
(GUVs) (3−100 μm), in particular, have a prominent role
because of their large size, resembling the dimensions of a cell,
making them an appealing tool for micromanipulation and
microscopy studies.
Several protocols have been developed to form GUVs. The
most common method is to grow them from a dry lipid ﬁlm by
electroformation in sucrose or buﬀer solutions on platinum
wires and indium tin oxide-coated glass (ITO glass),2−5 but
other protocols have been published which grow GUVs, for
example, by swelling in solution6,7 or from gel ﬁlms,8,9 by
infrared heating,10 solvent exchange,11 evaporation,12 or the
water-in-oil emulsion technique.13,14
In the past decade, it appeared that making proteo-GUVS,
i.e., GUV containing proteins, was a very challenging task.
Several protocols have been proposed,15−26 mostly based on
the ones established for protein-free GUVs. All of these
approaches have been successfully used with speciﬁc proteins.
Here we describe a new protocol for forming proteo-GUVs
that is applicable to three diﬀerent types of proteins: a lipid-
anchored protein named γ-aminobutyric acid receptor-
associated protein (GL1), a single transmembrane protein
called t-SNARE (a target-membrane-located soluble N-ethyl-
maleimide-sensitive factor attachment protein receptor com-
posed of Syntaxin 1 and SNAP25), and a channel protein
named TolC required to form a homotrimer to be able to insert
into membranes (Figure 1).
The general idea of this new method that we call the osmotic
shock method is based on the hydration of dried small proteo-
liposomes with pure water supposedly resulting in an osmotic
shock that triggers the formation of proteo-GUVs. The
unilamellarity of these proteo-GUVs has been checked by
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ﬂuorescence. The main advantages of the osmotic shock
method are that the density of the proteins is well controlled
(up to a few tenths of a percent), the functionality of the
protein is conserved, the production costs are low, and the ﬁnal
proteo-GUVs can be prepared in any saline buﬀer at
physiological osmolarity. The resulting GUVs can easily be
separated and micromanipulated. The diﬀusion coeﬃcients of
the reconstituted proteins obtained by ﬂuorescence recovery
after photobleaching experiments gave consistent results with
previous data.
■ EXPERIMENTAL SECTION





diazolyl (NBD-PE), and dioleoyl-glycero-phosphoethanolamine-liss-
amine rhodamine B sulfonyl (LR-PE) were purchased from Avanti
Polar Lipids. ATTO647-dioleoyl-phosphoethanolamine (DOPE-
ATTO647), ATTO488-dioleoyl-phosphoethanolamine (DOPE-
ATTO488), and dye ATTO488 maleimide (ATTO488) were
purchased from ATTO-Tec. Alexa Fluor488 C5-maleimide
(Alexa488) and Alexa Fluor 647 C2-maleimide were purchased from
Life Technologies. Trizma hydrochloride (TrisHCl), sodium chloride,
glycerol, octyl β-D-glucopyranoside, and TCEP were purchased from
Sigma-Aldrich. 1,4-Dithiothreitol (DTT) was purchased from Roche.
Dialysis cassettes were purchased from Thermo Fisher. Petri dishes
with a glass bottom (Mattek) were used for the experiments.
PreScission protease, a HiLoad Superdex 75 column, and PD
MidiTrap G-25 columns were purchased from GE Healthcare.
Protein Expression and Puriﬁcation. GL1-like-1 (hereafter
referred to simply as GL1) is a lipid-anchored protein. In order to
facilitate our GUV experiments, we have mutated GL1 to include an
amino-terminal cysteine (for dye-labeling described below), and we
have truncated GL1 at the COOH terminus such that the reactive
glycine (G116) is fully exposed and ready for interaction with Atg7
and Atg3. Atg3 and Atg7 are two autophagic enzymes involved in the
ubiquitin-like reaction that covalently bind GL1 to the membrane.
GL1, Atg3, and Atg7 were then expressed and puriﬁed as previously
described.27
The transmembrane t-SNARE complex, which includes full-length,
wild-type mouse His6-SNAP25 and rat Syntaxin1A, was produced by
the expression of polycistronic plasmid pTW34 in the BL-21 gold
(DE3) Escherichia coli bacterial strain and puriﬁed as described
before.28,29
Transmembrane t-SNARE S193C with a single cysteine residue was
mutated using plasmid pTW34 as the template. All of the native
cysteine residues on Syntaxin1A and SNAP25 were mutated to serine,
and the serine of residue 193 on Syntaxin1A was mutated to cysteine
using the QuickChange site-directed mutagenesis kit from Stratagene.
The resultant plasmid was expressed in the BL-21 gold (DE3)
Escherichia coli bacterial strain and puriﬁed as described before.29,30
The plasmid for the cytosolic domain of VAMP2 (CDV S28C) was
produced by cloning residues 1 to 96 of VAMP2 into a pCDFDuet-1
vector containing GST-PreScission-CDV,29,31 followed by a single site-
speciﬁc point mutation at residue 28 (S28C) using the QuickChange
site-directed mutagenesis kit from Stratagene. Similar to a previous
report,30,32 this plasmid was expressed in the BL21 gold (DE3)
Escherichia coli bacterial strain and puriﬁed with a buﬀer containing 25
mM Tris (pH 7.4), 400 mM KCl, 10% glycerol (w/v), and 1 mM
TCEP. The GST tag was cleaved by incubating the protein (attached
to glutathione beads) with PreScission protease overnight at 4 °C. The
protein was eluted and then puriﬁed by size exclusion chromatography
on a HiLoad Superdex 75 (16/60, GE Healthcare) column.
The TolC protein was expressed in E. coli strain C43 (DE3) and
puriﬁed in β-OG following a protocol previously described and valid
for most outer-membrane factors of tripartite bacterial eﬄux pumps.33
Protein Labeling. GL1 was labeled with Alexa Fluor488 C5-
maleimide through the amino-terminal cysteine. GL1 protein (100
μM) was mixed with 600 μM TCEP. After 5 min of incubation at
room temperature, the ﬂuorescent dye (800 μM) dissolved in DMSO
was added. The mixture was protected from light and slowly checked
at room temperature for 2 h or overnight at 4 °C. The labeled GL1
was then dialyzed (100 mM NaCl, 50 mM trizma hydrochloride, 1
mM DTT) overnight at 4 °C to remove the excess free dye in order to
reduce the background ﬂuorescence. .
The transmembrane t-SNARE S193C and soluble CDV S28C were
labeled with Alexa Fluor 488 C5-maleimide or Alexa Fluor 647 C2-
maleimide (Life Technologies), similarly to a previous report.29 The
protein was ﬁrst reduced by incubating with 4 mM TCEP for 30 min
at 4 °C with gentle rotation and centrifugation at 14 000 rpm for 20
min at 4 °C to remove any precipitation. Fluorescent dye was added to
the protein solution at a dye/protein = 3:1 molar ratio, and the
mixture was incubated for 1 to 2 h at room temperature with gentle
rotation. Unreacted dye was removed by passing through the PD
MidiTrap G-25 column (GE Healthcare) three times to reduce
background ﬂuorescence.
TolC was labeled with Alexa488 through its primary amine sites.
The protein was diluted at a 2 mg/mL concentration in a sodium
phosphate buﬀer (20 mM NaPi pH 8, 150 mM NaCl, 0.9% (w/v) β-
OG). We added sodium bicarbonate at a concentration of 1 M in a
1:10 (v/v) ratio in order to raise the pH and improve the labeling
reaction. We added the dye (stocked at −20 °C dissolved in DMSO at
1 mg/mL) in a ratio of 30:1 (mol/mol) dye per protein. The solution
was mixed at room temperature for 2.5 h. The resulting labeled protein
was eluted in a gel-ﬁltration column (Econo-Pac 10DG columns, Bio-
Rad) to remove excess nonbound ﬂuorophores in order to reduce the
background ﬂuorescence. The labeling ratio was veriﬁed by
spectrometry and was between 0.7 and 1 dye per protein. Labeled
proteins were then dialyzed (150 mM Tris pH 8 300 mM NaCl, 0.9%
(w/v) β-OG).
Formation of Small Liposomes. In the case of the protein-free
small liposomes, the phospholipid mixtures (POPC/POPS/DOPE-
Rhodamine 89:10:1 mol %) and the composition of the GUVs with
two liquid phases (bottom center in panel 5, Figure 2) consisting of
DOPC 40 mol %, DPPC 40 mol %, and cholesterol 20 mol % were
initially mixed in glass tubes and dried with nitrogen gas and
subsequently under vacuum. The dried lipid ﬁlm was resuspended in
buﬀer (100 mM NaCl) to a ﬁnal concentration of 3 mM lipid by
vortex mixing for 15 min to form small liposomes.
The strategy for the formation of small proteo-liposomes depends
upon the type of interaction of the protein with the membrane.
Figure 1. Schematics of GL1, t-SNARE, and TolC. GL1 is a protein
anchored to a DOPE lipid, t-SNARE has a single trans-membrane α-
helix, and TolC is a trimeric barrel establishing a 14-nm-long pore
including a transmembrane region made of a 4-nm-wide β-barrel
complex. The plain ellipsoids represent a structured part of the protein
outer membrane regions (including both Syntaxin1A and SNAP25
helices in the case of t-SNARE).
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Membrane-associated protein GL1 is anchored to liposomes via the
lipidation reaction described before.27 Brieﬂy, the phospholipid
mixture (30% DOPE, 69.5% DOPC, and 0.5% DOPE-ATTO647 in
mol %) was mixed in a glass tube, dried with nitrogen gas, and
subsequently dried under vacuum. Here, DOPE is necessary for the
lipidation process of the protein. The dried lipid ﬁlm was then
resuspended in buﬀer (100 mM NaCl, 50 mM TrisHCl, pH 7.6) to a
ﬁnal concentration of 10 mM lipid and vortex mixed for 15 min. To
anchor the GL1 protein on the lipid, we mixed liposomes (3 mM
lipid), 10 μM GL1, 1 mM DTT, 10 μM Atg3, 10 μM Atg7, and 1 mM
ATP and incubated the mixture for 90 min at 37 °C. Residual glycerol
was removed from the proteo-liposomes mixture by dialysis through a
7 kDa pore membrane overnight at 4 °C.
The reconstitution of t-SNAREs and TolC, which are both
embedded in the membrane via their helical transmembrane domain,
into liposomes was basically done as described in ref 34 with slight
modiﬁcations. Brieﬂy, lipids (DOPC/DOPS/Atto647-DOPE,
91.2:8:0.8 mol %) were dried under nitrogen/vacuum and then
rehydrated with puriﬁcation buﬀer containing 0.9 to 1% octylglucoside
and the respective protein. The inclusion of DOPS is a common
addition when reconstituting t-SNAREs. After 20 min of shaking, rapid
dilution was done by the addition of reconstitution buﬀer (t-SNARE:
20 mM Tris, 150 mM NaCl, 1 mM DTT, pH 7.4; TolC: 150 mM Tris,
300 mM NaCl, pH 8.0) to dilute the detergent concentration below
the critical micellar concentration and mixed for another 20 min. The
resulting proteo-liposomes (ﬁnal lipid concentration: 3 mM) were
dialyzed overnight in reconstitution buﬀer to remove the detergent.
Sucrose of lipid (0.2 mM) was added to the proteo-liposomes to
protect the protein during the GUV-formation process.17
GUV Formation. Osmotic Shock Hydration. The coverslip glass
was cleaned with isopropanol and a dust-free tissue and dried with
pressurized nitrogen. A 2 μL drop of small liposomes solution was
placed on the coverslip and dried at room temperature under
atmospheric pressure. Then, it was rehydrated with 6 μL deionized
water and then dried again under the same conditions. In the next step
the lipid ﬁlm is rehydrated once more with a larger deionized water
volume of 10−20 μL and observed under the microscope. GUVs grew
instantly from the rehydrated lipid ﬁlms mainly in the areas with a high
concentration of lipids (Figure 2). The two sequential drying−
rehydration cycles favor the formation of larger and more uniform
GUVs.
The temperature during the hydration steps should be above the
highest transition temperature of the dried lipids.
Electroformation. GUVs were grown following the protocol of
Angelova et al.35 Brieﬂy, 20 μL of a 1 mM lipid stock solution in
chloroform was dried on an ITO plate under vacuum and rehydrated
with 2 mL of 200 mM sucrose. GUV formation was performed at 8 Hz
and 1.1 V for 2 h.
Unilamellarity. To prove that the giant liposomes produced using
our proposed protocol are unilamellar we applied an already-published
method by Akashi et al.7 based upon the quantiﬁcation of the intensity
of the incorporated ﬂuorescently labeled lipids in the membrane. In
detail, NBD-PE or Atto647-PE is included in the membrane of the
protein-free and proteo-GUV at 0.8 to 1 mol % lipids. The averaged
ﬂuorescence intensity of the membrane of the GUV is measured by
confocal microscopy and subtracted by the averaged background
signal. The resulting intensities are plotted as a function of the
liposome size and also their occurrence.
Fluorescence Microscopy. GUVs were detected using bright ﬁeld
and confocal microscopy at room temperature. The experiments were
carried out on an SP5 confocal microscope from Leica equipped with
10× and 20× air objectives, argon (488/543 nm) and HeNe (633 nm)
lasers, and a 488/543/633 beam splitter. Image analysis was done with
the LAS AF software from Leica.
Micromanipulation and FRAP. Micromanipulation was used to
maneuver independent GUVs and keep them static in solution. The
internal diameter of the micropipettes was about ∼5 μm, and to
prevent the adhesion of the GUV to the glass, the pipet was incubated
in a solution of 10% BSA in pure water prior to use for 15 min. The
aspiration to maintain the GUVs was controlled by hydrostatic
pressure and kept at 20 Pa.
Fluorescence recovery after photobleaching (FRAP) was performed
on GUVs to monitor the diﬀusion coeﬃcient of ﬂuorescent lipid and
ﬂuorescent protein on the membrane. The ﬂuorescence recovery
curves were then analyzed with Mathematica 10 or Scilab 5.4 to get the
tau coeﬃcient, with tau being the recovery time.
■ RESULTS
Principles of the Osmotic Shock Method for GUV
Formation. The osmotic shock method is based upon the
assumption that the membranes of the dried small liposomes
have to be disrupted in order to form GUVs. This disruption is
induced by the generation of an osmotic shock leading to a
surface tension larger than the lysis tension (discussed below),
thereby destroying the integrity of the membrane: instead of
rehydrating with buﬀer as is done in other previously published
protocols,3,4,15,23 pure water is used to rehydrate. We assume
that the osmotic shock spontaneously and synchronously
breaks the liposomes, thereby generating ﬂoating membranes
that merge and reseal as soon as they can, thus forming larger
Figure 2. Protein-free GUV preparation from small liposomes. A 2 μL
drop of the 3 mM lipid small liposomes solution in buﬀer is deposited
on a clean coverslip (1) and left to dry at room temperature on a
laboratory bench. After drying, the small liposomes tend to form
aggregates (2). A 6 μL water drop is placed on top of the dry sample,
triggering the formation of small aggregated GUVs by osmotic shock
(3). The sample is left to dry a second time (4) before being
rehydrated with 10−20 μL of water (5). Larger and more GUVs are
formed. If required, the drying/rehydration cycle can be repeated to
improve the number and size of the GUVs. The composition of the
GUVs with one liquid phase (top and bottom left in 5) was POPC 89
mol %, POPS 10 mol %, DOPE-Rohamine 1 mol %, and the
composition of the GUVs with two liquid phases (bottom center in 5)
was DOPC 40 mol %, DPPC 40 mol %, cholesterol 20 mol %. The
images on top in 2, 3, and 4 and on the top left in 5 were recorded
using transmission microscopy, the images on the bottom in 2, 3, and
4 and the entire image in 5 except for the top left were recorded using
confocal microscopy (ATTO647 ﬂuorescence). Scale bars: 10 μm.
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membrane surfaces. Together with the lipids the salt of the
small liposome buﬀer is also rehydrated, creating a physio-
logical environment for the GUVs.
The basic protocol is as follows: A 2 μL drop of a 3 mM
small liposomes solution is placed on the coverslip and dried at
room temperature under atmospheric pressure. It is rehydrated
with 6 μL of deionized water and dried again under the same
conditions. In the next step, the lipid ﬁlm is rehydrated once
more with a larger deionized water volume of 10−20 μL and
observed under the microscope. GUVs grow instantly from the
rehydrated lipid ﬁlms mainly in the areas with a high
concentration of lipids (Figure 2). Several drying hydration
cycles usually improve the quality and yield of the GUVs. This
might be explained by the new reorganization of the lipids
during each drying/hydration cycle resulting in more and larger
GUVs.
Conditions for the Osmotic Shock Method. Our
proposed GUV formation protocol is based on an osmotic
shock which seems to partially break the membrane of the dried
liposomes, resulting in the formation of GUVs. This new
method is applicable under a broad range of conditions. We
characterized the properties and yield of protein-free GUVs
with regard to the lipid concentration, the volume of liposomes
to be dried, the liposome-buﬀer composition and concen-
tration, the water volume for hydration, and the drying
procedure (Figure S1).
The lipid concentration modulates the thickness and density
of the dried liposome ﬁlm. A lipid concentration that is too
high forms a thick layer of liposome aggregates and GUVs form
only at the edge of these aggregates, whereas a lipid
concentration that is too small would be washed away during
the hydration step. Lipid concentrations in the range of 3−10
mM result in the formation of GUVs at the edge and also in the
center of the liposome ﬁlm. Aimon et al.15 also used a 3 mM
lipid concentration when drying liposomes prior to electro-
formation. Therefore, all of our experiments were performed at
a lipid concentration of 3−10 mM, and the volume of the
deposited drop is 2 μL.
We also tested several liposome-buﬀer compositions. Tris-
HCl (50 mM) with up to 300 mM NaCl or KCl in the
liposome buﬀer leads to reasonable number of GUVs, whereas
all of the buﬀers made with a concentration of sucrose, glucose,
Nycodenz, or glycerol above a few tens of mM did not work.
We successfully obtained GUVs with up to 4 mM sucrose.
Looking at the drying ﬁlm it seems that these sugar
components prevent suﬃcient drying of the liposome drop
and form a thin layer above the lipid ﬁlm that protects the
liposomes, leading to an inhibition/reduction of the osmotic
shock during the osmotic shock step (Figure S2). For salt
concentrations higher than 500 mM liposome buﬀer, no
formation of GUVs can be detected. To retain the physiological
conditions, we worked with ionic concentrations of between
100 and 300 mM. The volume of water applied for the
rehydration must cover the area of dried liposomes.
Additionally, we found that several consecutive sessions of
drying and hydration of the dried liposome ﬁlm increase the
number and quality of grown GUVs. After the ﬁrst hydration
the GUVs are small (around 5 μm), and only a few can be
observed. But after a second drying and sequential hydration
step the number of GUVs increases drastically, and their
diameter is around 40 μm. Depending on the conditions, one
to three consecutive drying and rehydration steps are
recommended.
In conclusion, we chose the following parameters to form
protein-free and proteo-GUVs: 3−10 mM lipids, 150 mM NaCl
salt in tris buﬀer (pH 7.4), 2 μL drop, two drying−hydration
cycles, and 6 μL of water during the ﬁrst hydration and then 10
μL.
Formation of Proteo-GUVs by Osmotic Shock. In this
section, we present how the osmotic shock method is used to
incorporate proteins into the GUVs. First, small liposomes
containing the incorporated protein were produced. Our
protocol does not give a generic method to make small
proteo-liposomes but a generic method to form proteo-GUVs
starting from small proteo-liposomes. Depending on the
protein, the method used to form small proteo-liposomes is
diﬀerent. In the next few paragraphs, we present brieﬂy the
proteins we usedGL1, TolC, and t-SNARE (Figure 1)and
how they were incorporated into liposomes.
GL1 is a member of the Atg8/LC3 protein family and is
active during the autophagy process, an intracellular degrada-
tion mechanism. In the autophagic organelles, the autophago-
some, GL1 is responsible for the regulation of membrane
dynamics. This peripheral protein is anchored to the membrane
of the autophagosome through the covalent attachment of its
C-terminal end to the phosphatidylethanolamine (PE) lipid
headgroup via an ubiquitin-like reaction involving autophagic
enzymes Atg7 and Atg3.27 This lipidation can be eﬃciently
recapitulated in vitro on very small liposomes but is an
inherently curvature-sensitive process and thus does not occur
on larger ﬂat membrane structures such as GUVs. Atg3 proteins
need ﬁrst to bind to the membrane through packing defects
before transferring GL1 to a PE lipid. However, the low
curvature of the GUV membrane and the low concentration of
PE lipids (30 mol %) limit the presence of lipid packing defects
and thus the binding of Atg3.
Neuronal t-SNARE is a protein complex with a single α-helix
transmembrane domain that is involved in membrane fusion. It
is composed of Syntaxin 1 and SNAP-25 and is located on the
target plasma membrane. Calcium-dependent synaptic vesicle
fusion in neurons is mediated by the formation of SNARE
complexes. During the docking and subsequent fusion process,
the vesicle and target membrane are brought into close
proximity by pairing vesicle-associated v-SNAREs with cognate
t-SNAREs on target membranes.36
TolC is an integral membrane protein and part of a
heterotrimer that together comprise a major multidrug eﬄux
pump in Escherichia coli, AcrA-AcrB-TolC. AcrA and AcrB are
embedded in the inner membrane of the bacteria whereas TolC
is an outer-membrane protein (OMP). TolC itself is composed
of 3 monomers of 428 amino acids. The formation of this
homotrimer is required for TolC to insert into the membrane,
as its transmembrane domain is a β-barrel constituted of three
protomers contributing four β-strands each. Once the substrate
has been recruited by the inner-membrane proteins, it is
exported through TolC which plays the role of a channel
leading to the extracellular space. Its global geometry is a
cylinder with a diameter of approximately 40 Å and a height of
140 Å.37
In general, it is quite challenging to incorporate membrane
proteins which contain one or several transmembrane domains
as they span the whole bilayer. Concerning our biological
systems, our studied proteins (t-SNARE and TolC) are
complex structures consisting of two or more subunits.
Therefore, it is quite challenging to keep these units assembled
and in their naturally folded state during the drying processes.
Langmuir Article
DOI: 10.1021/acs.langmuir.5b01173
Langmuir 2015, 31, 7091−7099
7094
Using small proteo-liposomes containing one of the three
proteins, we produced proteo-GUVs in the same way as
described for the protein-free GUVs (Figure 2). We observed
their presence by labeling the proteins with an Alexa488
ﬂuorophore. In all three cases the proteins were detected to be
colocalized with the lipid-ﬂuorophore label of the membrane
(Figure 3).
Quantiﬁcation of the Protein Concentration in the
Proteo-GUVs. The amount of protein incorporated into the
membrane was quantiﬁed on the basis of the protocol described
by Galush et al.38 using the ﬂuorescence signal of Alexa488-
labeled proteins. To the best of our knowledge, no ﬂuorescent
lipid with Alexa488 exists to make a ﬂuorescence scale, so we
used soluble ATTO488 dye and the DOPE-ATTO488 lipid to
set a ﬂuorescence scale. First we established a ratio of
ﬂuorescence intensity between the Alexa488 and ATTO488
in the bulk. The measurement settings were kept identical, and
several dye concentrations were measured (Figure S3.A.). We
found the ratio of the ﬂuorescence intensities of ATTO488/
Alexa488 to be 2. Then, GUVs were made with diﬀerent molar
ratios of DOPE-ATTO488 (Figure S3.B.) to get a scale of
ﬂuorescence intensity with the DOPE-ATTO488 percentage in
the membrane. Finally, considering the ratio ATTO488/
Alexa488, we calculated the amount of incorporated GL1.
Knowing that 5% of the GL1 proteins are labeled and using the
standard we established, we found a GL1 ratio on the
membrane of 1 per 500 lipids and the ratio between the
loaded proteins and the lipids is 1 protein per 300 lipids, so
60% of the initially added GL1 protein gets incorporated onto
the GUV membrane. In the case of the t-SNAREs, we found
that about 90% of the loaded protein gets incorporated when
starting with an initial concentration of 1 protein per 500 lipids
(Figure S3C), of which about 86% were labeled. We are aware
that the ﬂuorescence intensities of Alexa488 and Atto647 in
their soluble forms might be slightly diﬀerent from those in
their bound forms. However, this method provides a good
approximation of the protein concentration, which is what we
are looking for.
Activity of Proteins Incorporated into GUVs. In the
next step, we determined if the membrane proteins remain
active after their incorporation into GUVs.
GL1-PE, incorporated into small liposomes or present on
natural biological membranes, is a substrate for protease RavZ,
an antiautophagy factor produced by the bacterium Legionella
pneumophila.39 Importantly, neither GL1 alone nor GL1-PE
solubilized in detergent is recognized by RavZ, thus the RavZ
proteolytic activity on GL1-PE can be used as a proxy for
assessing whether GL1-PE retains its normal lipidation and
membrane incorporation-dependent fold.39 Here, we tested
whether our reconstitution approach maintained the folding of
membrane-embedded GL1-PE by incubating the proteo-GUVs
with 10 nM recombinant RavZ at room temperature for 40
min. The ﬂuorescence signal of the protein on the proteo-GUV
membrane was reduced by half, as expected when proteins from
the outer leaﬂet were cleaved while proteins bound to the inner
leaﬂet remained protected (Figure 4 A)
To test the functionality of t-SNARE, proteo-GUVs and
protein-free GUVs were incubated with the soluble domain of
Alexa647-labeled v-SNAREs (CDV), its cognate binding
partner (Figures 4B and S4).36 CDV binds speciﬁcally to the
proteo-GUVs, which proves that t-SNAREs are properly folded.
It has been reported before that t-SNAREs usually tend to
aggregate when reconstituted into GUV, losing their activity40
and therefore usually requiring more extensive protocols to be
reconstituted.41 This proof of functionality does not give
information about the site fraction of the t-SNAREs bound to
the CDV. However, it gives a good estimation of whether the t-
SNAREs remain active after reconstitution using a simple and
fast protocol.
The transmembrane part TolC is a 12-stranded right-twisted
β-barrel in which each of the monomers takes part.37 Incorrect
folding of TolC would prevent the correct insertion of the
protein as a homotrimer into the membrane. Because we
observe that TolC enters and stays within the membrane of the
proteo-GUV, its transmembrane part probably remains
correctly folded. TolC is a channel protein, so we assume
that, when correctly folded, it remains functional. This is the
best functionality test we can easily propose because TolC is
part of a three-protein complex (AcrA−AcrB−TolC) forming
an eﬄux pump embedded in two adjacent bilayers. Outer-
membrane protein TolC alone is in a closed state and opens
with the help of its inner-membrane partner AcrA. Showing
that it can function as a channel is therefore very complicated
experimentally without reconstituting the whole eﬄux pump
within a two-bilayer system.
Unilamellarity. To prove that our proposed protocol
produces unilamellar giant liposomes, we applied an already-
published method by Akashi et al.7 quantifying the intensity of
the incorporated ﬂuorescently labeled lipids in the membrane.
The measurement results in a distribution of separate groups of
ﬂuorescence intensities each belonging to a distinct number of
lipid layers in the liposome, with unilamellar liposomes
exhibiting the lowest intensity. In our case 82% of the analyzed
protein-free giant liposomes turned out to be unilamellar. In the
case of the protein-reconstituted GUVs, 70% of the vesicles
containing GL1 were unilamellar, whereas when t-SNAREs are
reconstituted the unilamellarity of the liposomes is about 85%
(Figure S5).
Micromanipulation of Proteo-GUVs and Diﬀusion of
the Protein in the Membrane. Proteo-GUVs obtained with
the osmotic shock method can easily be separated and
micromanipulated: they can be either caught directly from
the hydrated lipid/protein ﬁlm or can ﬁrst be gently detached
from the lipid ﬁlm by generating a ﬂow in the buﬀer drop and
then caught with a pipet (Figure 5A). To compare the mobility
of the lipids (DOPE-NBD) in the GUVs grown by osmotic
Figure 3. Protein-GUVs formed with the osmotic shock method using
GL1, t-SNARE, and TolC labeled with Alexa488 (green). The
ﬂuorescent lipid is DOPE-Atto 647 (red). Scale bars are 10 μm.
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shock with that in GUVs made by another method such as
electroformation, we measured their diﬀusion coeﬃcient in the
membrane by FRAP. We found a similar diﬀusion coeﬃcient of
6.9 ± 1.3 μm2/s for the osmotic shock method and 7.2 ± 0.4
μm2/s for electroformed GUVs. Therefore, the mobilities of the
lipids in the GUVs formed by our proposed method and
electroformation are the same, indicating that both membranes
have similar ﬂuidities.
The diﬀusion coeﬃcients of the proteins were also measured
to check that they were well incorporated in the membrane.
The diﬀusion coeﬃcients were 4.5 ± 0.4 μm2/s for the lipid-
anchored GL1 protein, 4.6 ± 0.6 μm2/s for the single
transmembrane protein t-SNARE, and 2.5 ± 0.5 μm2/s for
the trimeric protein TolC (Figure 5 B). TolC and t-SNARE
diﬀuse slower than a lipid because of their trans-membrane
domains. The diﬀerence between both proteins is expected
because of the larger trans-membrane domain of TolC.
Although GL1 is lipid-anchored, it is less mobile than a lipid
possibly because of additional interactions with the membrane.
■ DISCUSSION
In the upcoming paragraphs, we are going to discuss the role of
the osmotic shock in GUV formation, the conditions for
eﬃcient GUV growth, and how to use the GUVs for
micromanipulation.
Mechanism of GUV Growth: Osmotic Shock and
Drying Steps. Liposomes are ﬁrst formed in a saline buﬀer
and then dried on a glass coverslip under atmospheric pressure.
The choice of the drying conditions could be questioned
considering that vacuum is the usual way to dry lipids or
liposomes. We tested it on liposomes and proteo-liposomes to
form GUVs and proteo-GUVs. Vacuum drying of the small
liposome for several hours (or overnight) led to a reasonable
number of GUVs, but no proteo-GUVs were growing in
contrast to drying at atmospheric pressure. We assume that
slow drying under atmospheric pressure avoids the complete
destruction of the membrane and the bilayer remains almost
intact, trapping salt inside the liposomes. Our ﬁnding of
partially drying the sample and thereby protecting the protein
has been suggested before.23
Figure 4. Functionality of the protein after the osmotic shock method.
(A) Reconstituted protein GL1-Alexa488 is cleaved from the
membrane by RavZ (10 nM) after 40 min of incubation at room
temperature. The gel shows the cleavage of GL1 from the liposome
membrane (bottom left). In the ﬁrst line, GL1 alone was loaded. In the
second line, the enzymatic reaction was loaded, so the lipidated GL1
migration is shifted. In the third line, the enzymatic reaction plus RavZ
was loaded. GL1 is evenly distributed between the inner and outer
leaﬂets of the proteo-GUVs, and only half of the protein is accessible
to RavZ, leading to a 50% reduction in the ﬂuorescence intensity of
GL1. (See micormanipulated GUV on the top left and the evaluation
of the ﬂuorescence intensity on the bottom left, with statistics on seven
GUVs.) In conclusion, GL1 remains properly folded after the drying/
hydration cycles. (B) Resuspended t-SNARE-GUVs labeled with
NBD-PE are incubated in 1 μM Alexa647-CDV for 60 min at 37 °C.
The left panel is shows the lipid ﬂuorescence of the NBD-PE signal
(green) of the GUV and the ﬂuorescence intensity of bound CDV-
Alexa647 (blue) with respect to that to the t-SNAREs. The right panel
shows the average ﬂuorescence intensity of the Alexa647 signal of the
CDV at t- and protein-free GUVs. (See Figure S4 for a picture of
protein-free GUVs.) Scale bars are 10 μm. The data show that CDV is
binding speciﬁcally to the GUVs containing t-SNAREs, proving their
functionality after reconstitution (15 GUVs were analyzed for each
species). In general, there were no biochemical diﬀerences detected
when working with micromanipulated or resuspended GUVs. The
error bars in the graphs represent the standard deviation from the
mean.
Figure 5. Micromanipulation and FRAP of the proteo-GUVs. (A) A
micromanipulated GUV is aspirated with a micropipette. The
ﬂuorescent lipid is DOPE-ATTO647. The scale bar equals 10 μm.
(B) Photobleaching is performed at the top of the GUV over a 10-μm-
diameter area (left panel). Middle panel: graph and picture of the
ﬂuorescence recovery after bleaching, in which tau is the recovery time.
Right panel: diﬀusion coeﬃcients (D) of ﬂuorescent lipid DOPE-NBD
(statistics on 5 FRAP measurements on electroformed GUVs and
GUVs prepared with the osmotic shock method), GL1 (statistics on
23 FRAP measurements), t-SNARE (statistics on 5 FRAP measure-
ments), and TolC (statistics on 5 FRAP measurements) calculated
from the tau and the diameter of the bleached area (d). The error bars
in the graphs represent the standard deviation from the mean
measured using multiple GUVs.
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The initial osmolarity of solution to be dried is around 350
mOsm corresponding to an osmotic pressure of ΔP = 106 Pa at
room temperature. Hence adding water to 400 nm liposomes
induces a surface tension of γ = (rΔP)/2 − 0.1 N/m, largely
above the lysis tension of 10−2 N/m.13,42 Therefore, hydration
with water triggers an osmotic shock that breaks the cohesion
of the membrane at a certain point. We assume that this is the
reason that the membrane immediately merges with other
nearby pieces of bilayers and reseals to produce larger
liposomes. When the liposomes are dried a second time, their
large structure is preserved like it is during the ﬁrst drying step.
Therefore, during the second hydration the liposomes grow
from larger liposomes than in the ﬁrst cycle and become even
larger. After the ﬁrst cycle the osmolarity inside the liposomes is
reduced three to ﬁve times depending on the rehydration
volume, so the surface tension decreases but stays higher than
the lysis tension. Several drying/hydration cycles can improve
the GUV yield and quality, possibly through reorganization of
the lipids during each cycle
Lipid Concentration, Drop Size, Buﬀer Concentration,
and Rehydration Volume. The lipid concentration, drop
size, buﬀer concentration, and rehydration volume are crucial
parameters that have to be adjusted to the respective
experimental setup to obtain a large number of functional
proteo-GUVs. Here, we discuss how the formation of the
GUVs varies with function for these parameters.
Lipid concentrations in the range of 3−10 mM give a
reasonable number of GUVs. For higher concentrations the
layer of dried liposomes is too thick and the liposomes are
trapped in the layer and form fewer GUVs. The size of the
liposome drop to dry is another way to adjust the lipid
concentration. Indeed, an increase in the volume of the
liposome drop increases the density of liposomes in this area.
The buﬀer concentration and volume of water during the
rehydration are two bound parameters. The volume of added
water does not aﬀect the growth but only the buﬀer dilution.
The buﬀer of the small liposomes should be in the range of
100−300 mM, enough to get an osmotic shock. For 500 mM
NaCl we could not see any GUVs forming in contrast to other
published protocols. Those two parameters should be adjusted
as a function of each other. The buﬀer concentration should be
close to physiological conditions to support the reconstituted
proteins. If a large ﬁnal volume is needed but still with a high
ionic concentration, for the micromanipulation experiment, for
instance, we recommend to carry out the last hydration with a
small volume of around 10 μL and afterward carefully add more
buﬀer with the correct dilution. In this last step caution is
needed because when the diluted buﬀer is added it triggers a
ﬂow inside the drop that partially detaches the GUVs from the
coverslip. To limit this eﬀect, the additional buﬀer can be added
in the form of a ring around the initial drop, which are
simultaneously merging together (Figure S6), leading to an
increase in the initial drop with limited impact on the GUVs.
We assume that the buﬀer composition inside the GUV
closely matches the one outside. The GUVs appear to be
completely spherical, meaning that they are under tension and
their osmolarity is larger than for the outer solution. However, a
change of more than 30 mOsm (i.e., 10% of a physiological
outer medium) would not allow the formation of the largest
GUVs we observe (up to 100 μm).
Protein Addition: GUV Growth and Sucrose. The
addition of proteins in the protocol clearly reduces the amount
and size of GUVs. Those observations could be explained in
diﬀerent ways. The incorporated protein may increase the lysis
tension of the membrane,43 which would reduce the breaking
of the membrane. It could also aﬀect the viscosity of the
membrane and prevent the reformation of the membrane after
the osmotic shock.
To protect the protein during GUV growth, the addition of
sucrose in the micromolar range has been recommended.17
Sucrose stabilizes proteins via hydrogen bonding during the
drying process.17,44 Additionally, it also stabilizes the membrane
during the drying process by being a substitute for the missing
water molecules. In this way the gap between the lipid
headgroups remains ﬁlled, preventing its transition to the rigid
gel phase during the drying process.17 A concentration that is
too high generates a layer of sucrose above the liposomes and
proteo-liposomes, inhibiting GUV formation. The additional
sucrose does not interfere with the process of proteo-GUV
formation. Here, sucrose was used in the case of the t-SNARE
and TolC reconstitution, which are known to denature easily.
Using our method it is not possible to control the orientation
of the incorporated protein. This is a standard issue, and there
has been an elegant way recently proposed to make asymmetric
GUVs using transmembrane proteins in detergent.16 We tried
this method on TolC. It worked but the density of incorporated
proteins was low (at least 10 times less than the osmotic shock
method). This method was not suitable for GL1 because it has
to be lipidated on small liposomes. We did not try it on t-
SNARE.
■ CONCLUSIONS AND SUMMARY
In this article we show a new way to form proteo-GUVs. The
method is based on the generation of an osmotic shock when
hydrating a lipid ﬁlm made of dried small liposomes. We have
successfully inserted three diﬀerent kinds of proteins: a
membrane-associated protein (GL1), a membrane protein
with one helical transmembrane domain (t-SNARE), and a
channel protein (TolC). We have explored the most favorable
conditions. In all cases an initial lipid concentration of 3 mM
and a salt concentration of between 100 to 300 mM have given
the highest yield of GUVs. Furthermore, several consecutive
drying and hydration cycles can improve the amount and size of
the GUVs.
We veriﬁed the unilamellarity of the GUVs as well as the
amount of protein incorporated. Additionally, we were able to
demonstrate that the reconstituted proteins retain their
physiological functionality and are mobile in the membrane
of the GUVs.
As an application, we show that the GUVs can be
micromanipulated.
To conclude, our results show that by using our newly
developed method diﬀerent kinds of proteins can be integrated
and retain their natural function and diﬀusive behavior.
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